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Zusammenfassung 
 
Lipasen sind esterolytische Enzyme, welche vorzugsweise an Lipid/Wasser Phasengrenzen 
aktiv sind. Von großer Bedeutung sind diese Biokatalysatoren bei etablierten industriellen 
Prozessen, wie z.B. in der Nahrungs- und Futtermittelindustrie sowie der Herstellung von 
Detergenzien oder als Additiv in Waschmitteln. Neue Anwendungsgebiete, wie die 
Produktion von Feinchemikalien für die Pharma- und Agrarindustrie sowie die Herstellung 
von Biodiesel stellen Herausforderungen dar. Gerade in den letztgenannten Industriezweigen 
konkurrieren biokatalytische Prozesse stark mit herkömmlichen chemischen Verfahren. 
Vergleichend in Hinsicht auf Umwelt- und Sicherheitsaspekte sowie der Effizienz werden die 
konservativen Prozesse meist von den innovativen Umsetzungen geschlagen, allein die 
Herstellungskosten von Enzymen behindern oftmals einen großtechnischen Einsatz. Um die 
Kosten für den Einsatz des Biokatalysators zu minimieren, wurden drei Ansatzpunkte 
bearbeitet. 
Bei der Herstellung von Lipasen oder anderen Enzymen durch Mikroorganismen fallen 
Investitions- und Betriebskosten an. Investitionskosten werden maßgeblich vom 
Reaktordesign und dessen Größe bestimmt, wobei die Betriebskosten zum Beispiel durch den 
hohen Einsatz von Energie und Zeit bei der Sterilisation sowie teuren Medienbestandteilen 
festgesetzt werden. Eine Verbesserung des Reaktordesigns sowie der Ausschluss der 
Sterilisation von Kultivierungseinheit und –medium sollen dazu betragen die Gesamtkosten 
zu minimieren, um somit den Enzympreis zu senken. Aus dieser Zielstellung heraus wurde in 
vorhergehenden Arbeiten der Arbeitsgruppe ein selektives Kultivierungsverfahren mit 
minimierter Steriltechnik entwickelt. Die Wahl definierter Kultivierungsbedingungen, welche 
sich aus I) aerobem Wachstum, II) bei Temperaturen von 21 °C, III) Pflanzenöl als alleinige 
Energie- und Kohlenstoffquelle, IV) Mineralsalzmedium als Wachstumsgrundlage, V) einem 
pH von 3 bis 4 sowie VI) Nitrat als Stickstoffquelle zusammensetzen, üben einen 
Selektionsdruck aus, welche das Wachstum einer Reinkultur erlaubt. Unter den gewählten 
Wachstumskriterien war Phialemonium curvatum AW02 aus Kompost isoliert und im 100-l-
Maßstab erfolgreich monoseptisch kultiviert worden. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit 
wurde eine Maßstabsvergrößerung, ein sogenanntes „Scale up“ des Systems, auf ein Volumen 
von 350 l durchgeführt. Die robuste Selektivität des Kultivierungssystems im 100-l- und 350-
l-Maßstab wurde in 13 individuellen Läufen über einen Kultivierungszeitraum von acht bis 
zwölf Tagen gezeigt. Lipaseaktivität konnte in allen Durchgängen nachgewiesen werden. Der 
Mikroorganismus P. curvatum AW02 sowie dessen extrazelluläre Lipasen, wurden partiell 
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charakterisiert. Dabei zeigte sich, dass P. curvatum AW02 mindestens eine 
zellwandgebundenen Lipase sekretiert, wobei diese lipolytische Aktivität im sauren Bereich 
zeigt. Es wurde weiterhin gezeigt, dass das selektive Kultivierungsverfahren mit minimierter 
Steriltechnik das alleinige Wachstum weiterer bekannter Mikroorganismen, wie z.B. 
Aspergillus niger, Botrytis cinerea oder Yarrowia lipolytica begünstigt.    
Der zweite Ansatzpunkt zur Kostenminimierung ist die Wiederverwendung sowie 
Stabilisierung des Enzyms durch Immobilisierung. Eine Fixierung von Enzymen benötigt 
intensive Entwicklungsarbeit, welche die Erfordernisse der biokatalytischen Umsetzung, die 
Eigenschaften des Biokatalysators sowie des eventuellen Trägermaterials berücksichtigen 
muss. Auf Grundlage dieser Problemstellung wurde ein Immobilisierungsverfahren 
entwickelt, das auf der Einbettung wasserfreier Enzympräparate in ein Polymer-Harz basiert. 
Dieses Enzym-Polymerharz-Gemisch kann auf Oberflächen mit unterschiedlichen 
physikalischen oder chemischen Eigenschaften aufgebracht werden. Als Modellenzym wurde 
die robuste, Co-Faktor unabhängige, monomere Thermomyces lanuginosus Lipase (TLL) 
genutzt. Die Immobilisierung mittels wasserfreiem Einbettungsverfahren konnte erfolgreich 
mit Aktivitäten von bis zu 250 mU/cm² beschichteter Oberfläche gegenüber p- Nitrophenyl-
Palmitat (pNPPalm) nachgewiesen werden. Vergleichend wurden in einem Standard-
Immobilisierungsverfahren auf Grundlage von amino-funktionalisierten Oberflächen und 
anschließender kovalenter Fixierung der TLL, lipolytische Aktivitäten von 4 mU/cm² 
Oberfläche gegenüber pNPPalm erreicht. Die Co-Faktor-abhängige und unter nativen 
Bedingungen als Homotetramer vorliegende Threonin Aldolase aus Ashbya gossypii wurde 
als zweites Beispielenzym in dem wasserfreien Einbettungsverfahren eingesetzt. Die Enzym-
Polymerharz Reaktionseinheiten zeigten eine Aktivität von 90 mU/cm² beschichteter 
Oberfläche gegenüber dem Sustratanalogon DL-Threo-β-Phenylserin. Somit konnte gezeigt 
werden, dass das neuartige wasserfreie Einbettungsverfahren auf verschiedene Enzyme mit 
unterschiedlicher Komplexität erfolgreich anwendbar ist. 
Der dritte Ansatzpunkt ist die Entwicklung eines quantitativen Mikrotiter-Lipase-
Nachweissystems. Lipasen sind an Lipid/Wasser Grenzflächen aktiv, wobei sich verschiedene 
Faktoren, wie z.B. Adsorption an der Phasengrenze, Produktbildung, sowie Produktdiffusion, 
auf eine verlässliche quantitative Aktivitätsbestimmung auswirken können. Verschiedene 
labor- und zeitintensive Verfahren weisen lipolytische Aktivität nach. Im Verlauf eines 
Auswahlprozesses bei dem letztendlich eine Lipase im industriellen Maßstab eingesetzt 
werden soll, sind Methoden zur Bestimmung der Lipaseaktivität, sowie zur Charakterisierung 
notwendig. Wird ein schnelles und einfaches Lipase-Nachweissystem etabliert, könnte dieses 
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zur Kostenminimierung beitragen. Eine quantitative Methode zur Bestimmung von 
Lipaseaktivität, welche innerhalb einer Stunde viele Proben parallel auf Grundlage eines 
Triglyzerid-Wasser-Zweiphasensystems analysieren kann, ist bisher nicht bekannt. Aus 
diesem Grund wurde ein turbidimetrisches Lipase-Nachweissystem im Mikroliter-Maßstab, 
basierend auf einer 1 % (v/v) Tributyrinemulsion entwickelt. Die Emulsion wurde durch Agar 
in 96-well Mikrotiter Platten stabilisiert. Durch die Hydrolyse des Tributyrins kommt es zu 
einer kontinuierlichen Klärung, welche mittels Spektrophotometer bei 595 nm verfolgt 
werden kann. Das Auftragen variabler Mengen des Modellenzyms TLL zeigte eine direkte 
Abhängigkeit zwischen Lipasekonzentration und Abnahme der Extinktion. Die 
Detektionsgrenze lag bei 20 ng aktivem Enzym pro Kavität, wobei sich bei bis zu 200 ng 
Enzym pro Kavität eine lineare Extinktionsabnahme pro Zeiteinheit zeigte. Eine eingehende 
Charakterisierung ergab, dass ein Substratüberschuss bei 1 % (v/v) Tributyrin vorliegt. Somit 
kann das turbidimetrische Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem zur Quantifizierung 
lipolytischer Proben eingesetzt werden.  
Das selektive Kultivierungsverfahren mit minimierter Steriltechnik trägt das Potential, robust 
und einfach, unter kostenminimierten Bedingungen Enzyme herzustellen. Um eine höhere 
Enzymproduktion zu erhalten, müsste im nächsten Schritt mit gentechnischen Mutanten 
gearbeitet werden. Das Minimalmedium sollte den Einsatz von Komplementationsmarkern 
erlauben, welches ein weiterer Vorteil gegenüber heute üblichen dominanten Markern wäre. 
Für das wasserfreie Einbettungsverfahren von Enzymen wurde gezeigt, dass auch komplexere 
Enzymsysteme nach der Immobilisierung Aktivität zeigen. Dies eröffnet die Option für eine 
breite Anwendung, beispielsweise die immobilisierte Kombination zweier oder mehrerer 
Enzyme, die üblicherweise als Enzymmischung zu biokatalytischen Prozessen zugesetzt 
werden, wie zum Beispiel Zellulase. Zukünftig wäre zu untersuchen, ob bei der 
Polymerisierung der Harze kovalente Bindungen zwischen Träger und Enzym geknüpft 
werden oder eine Einbettung stattfindet. Die schnelle und einfache Quantifizierung 
lipolytischer Aktivität in einem multiplen Parallelansatz ist eine Bereicherung für 
wissenschaftliche, diagnostische und industrielle Einsatzgebiete. In Folgeuntersuchungen 
wäre die Ursache der Trübungsklärung zu ermitteln, wobei sich die Frage nach der 
Löslichkeit aller Hydrolyseprodukte stellt.  
Insgesamt konnte mit den bearbeiteten Teilgebieten der Enzymtechnologie ein Beitrag zur 
Weiterentwicklung der Anwendung von Lipasen erbracht werden, der auch interessante 
wissenschaftliche Perspektiven bietet. 
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Summary 
 
Lipases are esterolytic enzymes preferring the lipid/water interface for activity. They are of 
interest in industrial processes, i.e. dietary and food industry, the production of detergents as 
well as additives for cleaning agents. The application in other industrial fields, such as the 
production of fine chemicals for pharmaceutical and agro-chemical usage and the production 
of biodiesel, is still a challenge. Especially in the last mentioned industrial areas biotechnical 
processes compete with traditional chemical methods. If the efficiency, the ecological as well 
as safety aspects are compared, the conventional processes are beaten by the innovative ones. 
Solely the high production costs of enzymes mostly hinder the application of enzymes in 
industrial processes. Therefore three aspects were studied to minimize the costs for the usage 
of a biocatalyst. 
During the production process of lipases or other enzymes capital and operating costs are 
accumulated which in turn determine the selling price of an enzyme. Reducing the expenses 
will lead to a decrease in enzyme costs. The capital costs are mainly determined by the reactor 
design and dimension. Energy and time consuming sterile technique as well as expensive 
media components are increasing the operating costs. In previous experiments of the working 
group a selective cultivation system with minimized sterile technique to reduce the mentioned 
expenses was developed. Defined cultivation conditions favor the growth of a monoseptic 
culture: I) aerobic, II) 21 °C, III) plant oil as energy and carbon source, IV) mineral salt 
media, V) pH 3 to 4, and VI) nitrate as nitrogen source. The chosen growth limitations were 
used to isolate Phialemonium curvatum AW02 from a compost pile. It was successfully 
cultivated in 100-l-scale as a monoseptic culture. In the presented thesis it was shown that a 
scale up to a culture volume of 350 l was possible. Robustness of the cultivation system in 
100-l- and 350-l-scale was confirmed by 13 individual runs during cultivation periods of eight 
to twelve days. Lipase activity was proven in each run. The microorganism P. curvatum 
AW02 as well as its extracellular lipases were partially characterized. It was shown that P. 
curvatum AW02 secretes a minimum of one cell wall associated lipase. Furthermore it is 
lipolytically active at low pH. The growth of further well-known microorganisms such as 
Asperillus niger, Botrytis cinerea and Yarrowia lipolytica, in the cultivation system with 
minimized sterile technique was possible.  
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A second approach to minimize the costs was the re-use and stabilization of enzymes by 
immobilisation. The fixation of biocatalysts implies intensive work where the requirements of 
the process, the needs of the biocatalyst as well as of the potential scaffold need to be 
considered. Therefore, an immobilisation method was developed which was based on the 
entrapment of water-free enzyme preparations in a polymeric resin. The enzyme/polymeric 
resin mixture can be applied on different surfaces varying in physical and chemical properties. 
As model enzyme the robust, co-factor independent and monomeric Thermomyces 
lanuginosus Lipase (TLL) was used. The immobilisation by water-free entrapment was 
successfully carried out. Activities of up to 250 mU/cm² coated surface were determined 
using p-nitrophenyl-palmitate (pNPPalm) as substrate. In a comparative study, where TLL 
was covalently linked to an amino-functionalized surface, activities of up to 4 mU/cm² surface 
using pNPPalm were reached. As a second example the threonine aldolase of Ashbya gossypii 
was used for water-free entrapment. The main difference to TLL is the co-factor dependency 
and the homotetrameric superstructure of the threonine aldolase. The enzyme/polymeric resin 
reaction units showed an activity of up to 90 mU/cm² coated surface using the substrate 
analogue DL-threo-β-phenylserine. Concluding to these results, the newly evolved 
immobilisation method on the basis of water-free entrapment is applicable on enzymes 
varying in their complexity. 
The third approach was the development of a quantitative turbidity assay in microliter-scale 
for lipolytic enzymes. Lipases are active at the lipid/water interface. Due to the complex 
substrate structure on the interface and its influencing factors such as adsorption to the 
interface, product release and diffusion, a quantitative determination of activity is difficult. 
Many laboratory- and time-intensive methods determining lipolytic activity had been 
developed. A quantitative analysis which is fast and reliable for many samples in parallel 
using an interfacial system (triglyceride/water) is not known. Therefore a quantitative turbidity 
assay in microtiter plates was established. Basically, a 1 % (v/v) tributyrin/water emulsion 
was stabilized with agar in the cavities of a 96-well microtiter plate. Hydrolysis of tributyrin 
causes a continuous clearing which can be followed at 595 nm by spectrophotometry. 
Different amounts of the model enzyme TLL showed a direct dependency between lipase 
concentration and decrease of extinction. The detection limit was 20 ng active enzyme per 
well. Thereby, a linear decrease of extinction was shown up to 200 ng enzyme per cavity. A 
detailed characterization proved that substrate excess is given at 1 % (v/v) tributyrin. 
Therefore the turbidity assay in microtiter plates can be used to quantitatively determine 
lipolytic enzymes. 
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The selective cultivation system with minimized sterile technique has the potential to produce 
enzymes under simple, robust and cost-reduced conditions. A next step would be the use of 
genetically modified microorganisms to reach a higher enzyme production. The mineral salt 
media would allow the use of complementation markers which is an advantage to the usually 
applied dominant markers. The water-free entrapment method for the immobilisation of 
enzymes is applicable for complex enzyme systems showing still activity. Therefore, a much 
broader application of the newly developed system is possible. An example would be the 
combined fixation of two or more enzymes which is typically added as enzyme mix to a 
biocatalytic process, e.g. cellulase. In future experiments the polymerization reaction of the 
resin could be investigated. Until now it is assumed that an entrapment of the enzyme is 
taking place, but a covalent linkage between resin and enzyme during polymerization would 
be possible, too. The fast and simple quantification of lipolytic activity in a multiple parallel 
performance is important for scientific, diagnostic and industrial purposes. Using the 
developed turbidity assay in microtiter plates for the characterization of lipase activity in 
presence of positive or negative effectors, e.g. different metal ions or detergents would also be 
possible. Subsequent studies should give an idea about the cause of clearance of turbidity. If 
the solubility in water of each hydrolytic product is sufficient a clearance is not dependent on 
total hydrolysis.  
Different aspects of enzyme technology were in the focus of the presented work. In each 
section a contribution to further increase the application of lipases was made. Additionally, 
interesting scientific questions arose from the discussion of these results.  
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1. Einleitung 
 
Lipasen (EC 3.1.1.3) gehören in die Enzymklasse der Hydrolasen und katalysieren die 
Spaltung von Estern, vorrangig mit langkettigen Fettsäuren (>10 Kohlenstoffatome), welche 
wasserunlöslich sind, wie zum Beispiel Triglyzeride (Jaeger et al., 1999). Neben der 
Hydrolyse von Esterbindungen und der Rückreaktion, der Veresterung, können sie auch 
Umesterungen katalysieren (Houde et al., 2004). Lipasen teilen mit anderen Enzymen 
folgende Vorteile: ökoeffiziente Reaktionsbedingungen bei atmosphärischem Druck, milden 
Temperaturen und pH sowie Aktivität im Lösungsmittel Wasser (Sheldon, 2007). Weitere 
Eigenschaften, welche sie für die industrielle Anwendung ganz besonders interessant machen 
sind ihre Stabilität in organischen Lösungsmitteln sowie ihre hohe Enantio- und 
Regioselektivität und die Substratspezifität und -selektivität. Des Weiteren benötigen Lipasen 
häufig keine Co- Faktoren und sind grenzflächenaktiv, obwohl Ausnahmen bestätigt wurden 
(Hanefeld et al., 2009; Bornscheuer und Kazlauskas, 2006). 
Diese außerordentlichen Eigenschaften geben Lipasen ein hohes Potential, um industriell 
eingesetzt zu werden (Treichel, 2010). Die Hauptanwendungsgebiete sind mit 32 % aller 
verkauften Lipasen die Nahrungsmittel- und Detergenzienindustrie (Sharma, 2002). In der 
Nahrungsmittelindustrie werden sie zum Beispiel bei der Herstellung von strukturierten 
Lipiden eingesetzt, wobei natürliche Fette und Öle in ihrer molekularen Zusammensetzung so 
verändert werden, dass die ernährungsphysiologischen und physikalischen Eigenschaften 
verbessert werden (Devi et al., 2008). Ein kommerzielles Beispiel ist BetapolTM, ein 
strukturiertes Lipid aus Palmöl, welches humaner Ersatzmilch zugesetzt wird. Humanes 
Milchfett besteht aus Triglyzeriden, welche in sn2 Position eine gesättigte Fettsäure tragen. 
Zu 70 % ist das Palmitinsäure (C16), wohingegen an sn1 und sn3 Position vorrangig 
ungesättigte Fettsäuren gebunden sind. Bei pflanzlichen Fetten ist die Verteilung von 
gesättigten und ungesättigten Fettsäuren am Glyzerin-Rückgrat entgegengesetzt. Die äußeren 
Fettsäuren des Milchfettes werden durch die pankreatische Lipase spezifisch gespalten. Es 
wird angenommen, dass die freien Fettsäuren sowie die an sn2 Position des Glyzerins 
gebundene Palmitinsäure direkt durch die Enterozyten in den gastroenteralen Bereich 
aufgenommen werden. Weiterhin gibt es Hinweise, dass freie Palmitinsäure nicht effektiv in 
die Blutbahn aufgenommen wird (Houde et al., 2004; Soumanou et al., 2013).  
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Für Säuglinge, die mit humaner Ersatzmilch ernährt werden, könnte somit die Verteilung der 
spezifischen Fettsäuren an den entsprechenden Positionen des Glyzerins bedeutend für die 
gute Versorgung mit Fetten sein. Wichtig ist dies, da Fette die Hauptenergiequelle in diesem 
Stadium der Entwicklung sind (Houde et al., 2004; Soumanou et al., 2013). 
In der Detergenzien-Industrie wird seit 1994 das Präparat LipolaseTM von Novo Nordisk 
(Dänemark) verschiedenen Waschmitteln zugesetzt, um die Reinigungsleistung zu steigern. 
LipolaseTM besteht aus der in Aspergillus oryzae rekombinant hergestellten Thermomyces 
languginosus Lipase (TLL) (Adrio und Demain, 2003; Hasan et al., 2006).  
Potentielle industrielle Einsatzgebiete für Lipasen sind zum Beispiel die Herstellung von 
Feinchemikalien für Pharma- und Agrarindustrie, die Herstellung von Biodiesel sowie die 
Abwasserbehandlung (Houde et al., 2004). 
Allgemein ist die Nachfrage nach geeigneten Lipasen in der Fett- und Ölindustrie groß. Im 
Jahr werden circa 60 Millionen t pflanzliche Öle produziert, von denen 2 Millionen t in freie 
Fettsäuren und Glyzerin zur weiteren industriellen Verwendung gespalten werden (Hasan et 
al., 2006). Drei Wege werden zurzeit genutzt: I) die Dampfspaltung unter hohen 
Temperaturen (240-260 °C) und Druck (70 bar), II) die alkalische Hydrolyse sowie III) die 
enzymatische Hydrolyse. Bei den beiden erstgenannten physikalisch-chemischen Verfahren 
entstehen instabile Zwischenprodukte und Abfälle, welche nachfolgende Reinigungsschritte 
nötig machen. Des Weiteren können hitzeempfindliche Öle nicht in diesen Verfahren 
gespalten werden, da sie zum Zerfall der komplexen Moleküle oder zur Polymerisierung 
neigen. Diese Argumente würden für einen intensiveren Einsatz von Lipasen sprechen. Eine  
lange Prozessdauer von zwei bis drei Tagen und das immer noch kostenintensive Enzym sind 
die Gegenargumente (Hasan et al., 2006; Murty et al., 2002).  
Um das Anwendungsspektrum von Lipasen zu erweitern, kann auf dem Weg von der Suche 
nach der geeigneten Lipase bis zum industriellen Einsatz bei verschiedenen Schritten 
angesetzt werden, um insgesamt eine Kostenminimierung zu erzielen (Abbildung 1.1; nach 
Cantone et al., 2013).  
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Abbildung 1.1: Entwicklungsschritte von der Selektion eines geeigneten Biokatalysators bis zu dessen 
Einsatz in einem industriellen Prozess. Drei Teilschritte in der stetig fortschreitenden und daher zyklisch 
dargestellten Entwicklung eines biokatalytischen Prozesses (grün) wurden näher betrachtet. Angepasst nach 
Cantone et al. (2013). 
 
Obwohl in einigen industriellen Sparten schon etabliert, steht der Einsatz von Lipasen in 
anderen Industriezweigen, z.B. der Herstellung von Feinchemikalien oder der 
Biodieselproduktion in Kostenkonkurrenz zu herkömmlichen chemischen Verfahren (Cantone 
et al., 2013). Ein Ansatzpunkt, um die Waagschale in Richtung Biokatalyse zu bewegen, ist 
die kostengünstige Produktion mikrobieller Lipasen. Mittlerweile gibt es eine Auswahl an 
Kultivierungsmethoden zur Lipaseproduktion. Entsprechende Medien, welche zur 
Optimierung der Lipaseherstellung beitragen, sind hinreichend beschrieben (Treichel et al., 
2010). Die Lipaseproduktion findet generell in einem komplexen Kultivierungssystem unter 
sterilen Bedingungen von bis zu 2000 l Kultivierungsvolumen statt (Fickers et al., 2005). Für 
die Inbetriebnahme einer solchen Kultivierungseinheit fallen hohe Investitionskosten an, 
welche oft schon ein Hindernisgrund für den Bau einer solchen Anlage sind. Bei der 
Kostenfestsetzung in diesem Bereich nimmt das Reaktordesign, bei dem Material und Größe 
ausschlaggebende Punkte sind, eine wichtige Rolle ein. Des Weiteren sind die Betriebskosten 
für die Produktion eines Biokatalysators ein wichtiges Entscheidungskriterium zum Bau einer 
Anlage (Klein-Marcushamer et al., 2012). Diese gemeinsamen Kosten definieren den Preis 
für den Biokatalysator, der abhängig vom gewünschten Prozess nur einen geringen Teil des 
letztendlichen Produktpreises ausmachen darf (Tufvesson et al., 2011).  
 
 
1. Einleitung                                                                                                                              10 
In vorhergehenden Arbeiten wurde in Senftenberg ein Kultivierungssystem etabliert, welches 
durch selektive Kultivierungsbedingungen (I. aerobes Wachstum, II. bei Temperaturen von 21 
°C, III. Pflanzenöl als alleinige Energie- und Kohlenstoffquelle, IV. Mineralsalzmedium, V. 
Kultivierung bei pH 3 bis 4, VI. Nitrat als Stickstoffquelle) das Wachstum einer Monokultur 
begünstigt. Die Wahl des Reaktionsgefäßes, 200 l bzw. 500 l Polypropylen-Gefäß anstelle 
von Stahlbehältern sowie eine pneumatische Durchmischung anstelle eines Rührsystems, 
sollten die Investitionskosten senken. Mit Einsparung eines Rührsystems könnten gleichzeitig 
Energiekosten durch den Wegfall einer Kühlungsanlage minimiert werden. Eine Verringerung 
der Betriebskosten sollte durch die Kultivierung in dem selektiven Minimalmedium erreicht 
werden. Dieses bietet verschiedene Vorteile I) keine Zugabe komplexer Medienbestandteile 
sowie II) Senkung des Energieeintrages, da eine Sterilisation des Mediums entfällt.   
Unter den gewählten Selektionskriterien konnte ein filamentöser Pilz, Phialemonium 
curvatum AW02, aus Kompost isoliert werden. Dieses Isolat sollte durch das gewählte 
Selektionskriterium Pflanzenöl als alleinige Energie- und Kohlenstoffquelle  mindestens eine 
extrazelluläre Lipase synthetisieren. Da diese Enzyme vielseitig einsetzbar sind und das große 
Potential für weitere industrielle Anwendungen haben, wurden der Mikroorganismus sowie 
dessen extrazelluläre Lipasen eingehender betrachtet. 
Ein weiterer Ansatzpunkt, um die Kosten für den Einsatz von Lipasen zu minimieren ist die 
Wiederverwendung. Diese kann durch eine Immobilisierung erreicht werden. Zusätzliche 
positive Effekte sind oftmals eine gesteigerte Stabilität besonders für Langzeitprozesse und 
deren chemische und physikalische Bedingungen, wie zum Beispiel mechanische Belastungen 
durch Rühren, organische Lösungsmittel sowie stark saure oder alkalische pH-Werte (Guisán, 
2010). Trotz dieser Vorteile beruhen nur circa 15 % der großtechnischen biokatalytischen 
Prozesse auf immobilisierten Enzymen (Straathof et al., 2002). Zum großen Teil liegt es 
daran, dass durch die Immobilisierung Mehrkosten entstehen, zum einen für die 
laborintensive Entwicklung sowie für die letztendliche Herstellung des Präparates durch 
Material- und Zeiteinsatz. Obwohl eine Fülle von Immobilisierungsmethoden existiert, gibt es 
keine universelle, welche ohne zeitintensive Arbeit auf verschiedenste Enzyme angewandt 
werden kann (Cao, 2005). Aus diesem Grund wurde basierend auf der Analyse 
verschiedenster Immobilisierungsverfahren eine neue Methode zum Einschluss von 
wasserfreien Enzympräparaten in einem Polymerharz-Bett entwickelt. 
 
 
1. Einleitung                                                                                                                              11 
Für die Wahl einer für industrielle Prozesse geeigneten Lipase werden zum größten Teil 
Enzyme mikrobiellen Ursprunges genutzt, da sie einfacher und zuverlässiger produzierbar 
sind, als die entsprechenden Lipasen tierischen oder pflanzlichen Ursprungs (Houde et al., 
2004; Hasan et al., 2006). Lipasen aus Pilzen sind am besten charakterisiert (Sangeetha et al., 
2011). Seit den 1980er Jahren verzeichnet man einen ständigen Anstieg der verfügbaren 
Lipasen, was auf eine große Nachfrage hinweist (Treichel et al., 2010). Da bisher <1 % der 
Mikroorganismen im Labormaßstab kultiviert und deren Enzyme identifiziert worden, könnte 
geschlussfolgert werden, dass potentielle Lipasen für spezielle Anwendungen noch nicht 
bekannt sind (Hanefeld et al., 2009). Um das Potential einer Lipase abzuschätzen sowie diese 
zu charakterisieren, existiert eine Fülle an Lipase-Assay- und Screening-Systemen. Je nach 
gesuchter Eigenschaft des Biokatalysators müssen oft  arbeits- und kostenintensive Methoden 
angewandt werden (Gupta et al., 2003; Beisson et al., 2000; Hasan et al., 2009). Ein 
quantitatives Lipase-Nachweissystem, bei welchem mehrere parallele Proben in kurzer Zeit 
auf Grundlage eines Triglyzerid-Wasser-Zweiphasensystem analysiert werden, ist zurzeit 
nicht bekannt. Aus diesem Grund wurde ein Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem auf 
Grundlage einer Tributyrin/Wasser Emulsion, stabilisiert mit Agar, entwickelt.  
Bevor es zum Einsatz einer Lipase in einem industriellen Prozess kommt, müssen 
verschiedene Entwicklungsschritte durchlaufen werden (Abbildung 1.1). In der vorliegenden 
Dissertation wird aufgezeigt, wie an drei dieser Schritte (der Produktion, Verbesserung des 
Biokatalysators durch Immobilisierung sowie der Quantifizierung und Charakterisierung der 
Lipase) gearbeitet wurde, um den industriellen Einsatz von Lipasen zu steigern. Zusätzlich 
wurden zwei Lipasen, die gut untersuchte Thermomyces lanuginosus Lipase sowie die 
extrazellulären Lipasen von Phialemonium curvatum AW02, einem Naturisolat 
charakterisiert. Nachfolgend wird jeder einzelne Aspekt in Hinsicht auf den derzeitigen 
Kenntnisstand, die gesetzte Zielstellung sowie deren Erfüllung betrachtet. Ein Ausblick gibt 
einen Eindruck darüber, wie die errungenen Ergebnisse, sowohl wissenschaftlich als auch 
industriell weiter verwertet werden können.  
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2. Struktur und Reaktionsmechanismus von Lipasen  
am Beispiel der Thermomyces lanuginosus Lipase 
 
Eine der am besten strukturell und kinetisch untersuchten Lipasen ist die Thermomyces 
lanuginosus Lipase (TLL). Dieses lipolytische Enzym stammt aus dem thermophilen Pilz 
Thermomyces (ursprünglich: Humicola) lanuginosus. Dieser Mikroorganismus wurde 
erstmals 1899 isoliert und seitdem an mehreren Orten der Welt, vor allem in organischem 
Abfall, gefunden. Charakteristisch sind die thermostabilen Eigenschaften seiner 
extrazellulären Enzyme wie zum Beispiel bei der Lipase oder den Zellulasen (Singh et al, 
2003). Omar et al. reinigten die extrazelluläre Lipase und bestimmten ausgewählte 
Eigenschaften. Die Lipase zeigt einen pI von 6,6 sowie eine molekulare Masse von 39 kDa. 
Das Enzym hat eine Präferenz für die sn1 und sn3 Positionen am Glyzerin-Rückgrat und 
hydrolysiert mittellange (C12) Triglyzeride besser als kurz- (C4 und C6) oder langkettige 
(C16) (Omar et al., 1987; Mogensen et al., 2005). Seit 1994 wird das Enzym rekombinant 
durch NOVO NORDISK A/S (Dänemark) in Aspergillus oryzae hergestellt (Boel et al., 1995; 
EP:0305216B1) und als LipolaseTM als Zusatz in Waschmitteln vertrieben (Sharma et al., 
2001). Das rekombinante Enzym umfasst 269 Aminosäuren mit einer molekularen Masse von 
32 kDa und einen isoelektrischen Punkt von 4,4 (Jha et al., 1999). Die Abweichung in der 
Nettoladung zwischen nativer und rekombinanter Lipase lässt sich durch die 
unterschiedlichen Glykosylierungsmuster von T. lanuginosus und A. oryzae Proteinen 
erklären (Boel et al., 1995; EP:0305216B1). Zurzeit sind 15 Einträge für die 3D Struktur der 
Thermomyces lanuginosus Lipase in der Protein Database verfügbar 
(http://www.rcsb.org/pdb/, Juni 2013). Die Kristallisierung des Enzyms erfolgte unter den 
unterschiedlichsten Bedingungen: nativ (Brzozowski et al., 2000), veranschaulicht in 
Abbildung 2.1, sowie verschiedene Muteine im Enzym/Substrat Komplex mit Ölsäure 
(Yapoudjian et al., 2002). Durch die Strukturanalyse dieser und anderer Lipasen sowie von 
Phospholipasen konnten wichtige Hinweise auf den Reaktionsmechanismus von Lipasen 
gewonnen werden (Derewenda et al., 1994). 
Für die Reaktion an sich ist in allen Lipasen, ebenso wie bei den Serin-Proteasen, die 
katalytische Triade aus Serin, Histidin und Asparaginsäure oder Glutaminsäure verantwortlich 
(Bornscheuer und Kazlauskas, 2006). Das aktive Serin ist essentiell für die Hydrolyse von 
Triglyzeriden durch Lipasen.  
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Dies wurde unter anderem für die Thermomyces lanuginosus Lipase anhand einer S146A 
Mutante gezeigt (Berg et al., 1998). Gleichzeitig weist diese Mutante auch Defizite in der 
Bindungsfähigkeit an das Substrat auf (Peters et al., 1998).  
 
 
Abbildung 2.1: Struktur der Thermomyces lanuginosus Lipase mit geschlossenem Lid. Die 3D Struktur 
wurde von dem Eintrag 1DT3 der Protein Data Bank übernommen (25.06.2013:  
www.rcsb.org/pdb/explore/explore.do?structureId=1DT3) (Brzozowski et al., 2000). Gekennzeichnet ist das 
geschlossene Lid, welches den Zugang zum aktiven Serin (146) verschließt. 
 
Strukturell ähneln sich Lipasen in ihrer 2D Abfolge von α-Helices und β-Faltblättern. Eine 
wichtige Proteinstruktur, verantwortlich für die sogenannte Interphasenaktivierung, ist das 
Lid (Abbildung 2.1), welches das aktive Zentrum bedeckt (Bornscheuer und Kazlauskas, 
2006). Interphasenaktivierung ist durch einen rapiden Aktivitätsanstieg gekennzeichnet, wenn 
das Substrat eine Konzentration erreicht, bei dem es nicht mehr gelöst vorkommt, sondern 
Micellen oder Emulsionen bildet (Brzozowski et al., 2000). Für Tributyrin liegt die kritische 
Konzentration zum Beispiel bei 0,8 mM (Berg et al., 1998). Trifft das Enzym nun auf ein 
wasserunlösliches Substrat, z.B. ein Triglyzerid, ändert sich die Stellung des Lids und erlaubt 
den Zugang zum aktiven Zentrum. Diese Konformationsänderung, bei der gleichzeitig 
hydrophobe Aminosäuregruppen des Proteins freigelegt werden, um eine Interaktion mit der 
Grenzfläche zu ermöglichen, ist typisch für Lipasen. Die hydrophilen Anteile des Proteins 
werden dabei nach innen verlagert. Während dieser Änderung der 3D Struktur kommt es, 
verglichen mit gelöstem Substrat, zu einer Aktivitätssteigerung von bis zu zwei 
Größenordnungen. Allerdings existiert mit der Candida antarctica Lipase B auch eine Lipase 
ohne Lid und ohne Grenzflächenaktivierung (Bornscheuer und Kazlauskas, 2006; Martinelle 
et al., 1995).  
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Wie schon beschrieben, sind Lipasen vorrangig an Grenzflächen (Triglyzeride/Wasser) aktiv, 
wobei das Substrat in diesem Fall nicht frei im wässrigen Milieu verteilt ist, sondern dicht 
gepackt als „Superstruktur“ vorliegt. Aus diesem Grund kann die Michaelis-Menten-Kinetik 
nicht angewandt werden. Ein vereinfachtes kinetisches Modell wurde von Verger und seinen 
Mitarbeitern 1973 aufgestellt, um die Grenzflächensituation auf ein homogenes System 
anzupassen (Verger et al., 1973). Abbildung 2.2 stellt dieses Modell vereinfacht mit einer 
Auswahl an Einflussgrößen dar. Es kommt zuerst zur Absorption des Enzyms (E→E*), 
folgend zur Enzym/Substrat (E*S) Komplexierung mit anschließender Hydrolyse und der 
Produktfreisetzung.  
 
Abbildung 2.2: Kinetisches Model für Reaktionen an Phasengrenzen nach Verger-De Haas (1973). Das 
Enzym (E) adsorbiert an die Phasengrenze, wobei es in einen aktivierten Zustand übergeht (E*). Es bildet einen 
Enzym/Substrat (E*S) Komplex mit anschließender Umsetzung zu Produkt (P) und Enzym (E*). Das Enzym 
bleibt entweder auf der Oberfläche und beginnt einen folgenden katalytischen Zyklus („Scooting“) oder löst sich 
von der Oberfläche und trifft auf eine neue Interphasengrenze („Hopping“) (Berg et al., 2001). Eine Auswahl 
von Einflussfaktoren ist genannt. kd Enzym Desorptionskonstante; ka Enzym Adsorptionskonstante. 
 
Verschiedene Einflussgrößen bestimmen die Adsorption, Umsetzung und Produktfreisetzung. 
Hinzu kommt, dass Substrat, Produkt und Enzym jeweils ihre eigenen physikalischen 
Eigenschaften besitzen, welche Auswirkungen auf das Mikromilieu haben (Reis et al., 2009). 
Die Gesamtheit der physikalisch-chemischen Einflussfaktoren, wie zum Beispiel 
Interphasendruck, Oberflächenviskosität und –potential werden als „Interphasen Qualität“ 
(interfacial quality) zusammengefasst (Beisson et al., 2000).  
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In Abbildung 2.2 wird davon ausgegangen, dass das Produkt frei von der Oberfläche weg 
diffundiert. Dies ist bei kurz- bis mittelkettigen Fettsäuren der Fall (<C10). Am Beispiel 
Tributyrin (C4) ist eine Diffusion der entstandenen freien Fettsäuren, aber auch der 
Monoglyzeride, in die wässrige Phase nachgewiesen (Jurado et al., 2008).  
Liegen langkettige Triacylglyceride (>C10) vor, bei denen die Hydrolyseprodukte, wie Mono- 
und Diglyzeride sowie die freien Fettsäuren nicht wasserlöslich sind, kommt es zu 
Nebeneffekten auf der Oberfläche (Reis et al., 2008). Die einzelnen Produkte sind 
oberflächenaktiv und können dadurch die Spannung an der Grenzfläche herabsetzen. Durch 
ihre Anlagerung an der Phasengrenze konkurrieren sie gleichzeitig mit der Lipase (Jurado et 
al., 2008). Dadurch kann die Reaktionszeit beeinflusst werden (Berg et al. 2001). Mit 
fortschreitender Hydrolyse kommt es so zu einer ständigen Verschiebung der Gleichgewichte, 
so dass man auch von einer Selbstregulation der Lipolyse sprechen kann (Reis et al., 2009).  
Neben den Anlagerungseffekten der Lipase und dem eigentlichen katalytischen Schritt ist 
auch die weitere hydrolytische Umsetzung auf der Grenzfläche von großer Bedeutung. Es 
stellt sich die Frage, ob sich das Enzym nach erfolgreicher Umsetzung eines Substratmoleküls 
von der Phasengrenze löst oder ob das nächste Substratmolekül ohne weitere 
Konformationsänderung in das aktive Zentrum aufgenommen wird. Studien zu diesen 
Phänomenen, welche als „Hopping“, Ablösen und Neuanlagerung an die Grenzfläche, oder 
„Scooting“, keine Ablösung sondern weitere Katalyse auf der gleichen Grenzfläche, 
bezeichnet werden, liegen vor (Berg et al., 2001). Generell ist jede Enzymspezies für sich zu 
betrachten. Im Fall der Thermomyces lanuginosus Lipase wurde gezeigt, dass diese eine 
starke Affinität zur Phasengrenze hat, welche durch hydrophobe Interaktionen verstärkt wird. 
Bei der Adsorption auf einer hydrophoben Oberfläche verringert sich der 
Diffusionskoeffizient der TLL, was darauf hindeutet, dass eine Ablösung eher 
unwahrscheinlich ist (Sonnesson et al., 2005). Dieses Modell betrachtet aber nicht die 
komplexen Zusammenhänge in einem Emulsionssystem, welches durch die 
Hydrolyseprodukte in einem sich stetig ändernden Gefüge zusammenarbeitet. Jurado et al. 
(2008) untersuchten neben den Anfangsreaktionen durch die TLL an einer Tributyrin/Wasser 
Phasengrenze den weiteren kinetischen Verlauf der Hydrolyse. Dabei konnte eine Aussage 
über die schrittweise regioselektive Umsetzung von Tributyrin durch die TLL getroffen 
werden. Die Lipase hydrolysiert zuerst eine der äußeren Positionen des Triglyzerids  bis die 
Oberfläche des Lipidtropfens mit Dibutyrin gesättigt ist, erst dann wird an der verbleibenden 
äußeren Position des Diglyzerids die nächste Fettsäure abgespalten, so dass ein sn2 
Monoglyzerid entsteht (Jurado et al., 2008). 
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Die Anreicherung von Diglyzeriden auf der Oberfläche kann mit der Zugabe von 
Detergenzien verglichen werden. Die Mobilität der TLL auf hydrophoben Oberflächen  wurde 
durch die Zugabe von Detergenzien erhöht, was durch die Analyse der 
Diffusionskoeffizienten ermittelt wurde. Durch Oberflächen-Plasmonen-Resonanz-
Spektroskopie konnten die Autoren eine teilweise Ablösung der Lipase von der Oberfläche 
ermitteln, was zusammen mit der erhöhten Diffusion auf eine Desorption und anschließende 
Wiederanlagerung schließen lässt (Sonnesson et al., 2006).  
Somit scheint die Umsetzung von Lipid-Emulsionen nicht einem Modus zu folgen. Vielmehr 
beeinflussen die Hydrolyseprodukte sowie die Durchführungsbedingungen die Lipase in ihrer 
katalytischen Aktivität an der Grenzfläche. Die vorliegenden wissenschaftlichen Arbeiten 
geben Hinweise, dass die Anfangsreaktion im „Scooting“ Modus abläuft und später im 
Reaktionsverlauf, wenn es zu einer Konkurrenz mit anderen Molekülen auf der Oberfläche 
kommt, ein Wechsel in den „Hopping“ Modus stattfindet.  
Die komplexe Zusammensetzung von Pflanzenöl/Wasser Emulsionen erschwert eine 
experimentelle Erfassung der Vorgänge an der Phasengrenze. Aus diesem Grund ist eher 
wenig zum Reaktionsverlauf des lipolytischen Umsatzes von natürlichen Fetten bekannt 
(Jurado et al., 2008). 
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3. Selektive Kultivierung von Lipase-bildenden Pilzen  
in einem System mit minimierter Steriltechnik 
 
3.1 Mikroorganismen als Produktionseinheiten von Enzymen und 
niedermolekularen Stoffwechselprodukten 
 
Die Produktion von Enzymen oder niedermolekularen Stoffwechselprodukten mittels 
Mikroorganismen kann als Festbettverfahren („Solid-state“ Fermentation) oder als 
Flüssigkulturverfahren („Submerged“ Fermentation) in drei verschiedenen Prozessführungen 
durchgeführt werden. Dabei unterscheidet man zwischen geschlossenen und offenen 
Systemen. Zu den geschlossenen Prozesssystemen gehört der Satzbetrieb („Batch“). Dabei 
wird das System ohne den Austausch von Kultivierungsmedium über einen festen Zeitraum 
gefahren, allein der Austausch der Gasphase ist möglich. Zu den offenen Prozesssystemen 
gehört der kontinuierliche Betrieb („Continuous“), wobei das System für die Flüssigphase 
ständig offen ist, d.h. neues Substrat kann eingetragen sowie Substrat/Produkt Suspensionen 
entfernt werden. Die dritte Option der Prozessführung ist ein teiloffenes System, auch 
Zulaufverfahren („Fed-batch“) genannt, bei dem es zur zeitweiligen Öffnung des Systems und 
dem Austausch von flüssigen Produkten kommt (Chmiel, 2011). Für die Lipaseproduktion 
mit Hefen oder Bakterien werden meist Flüssigkulturverfahren bevorzugt, während für die 
Produktion mit filamentösen Pilzen sowohl Flüssigkultur- als auch Festbettverfahren genutzt 
werden. Ein direkter Vergleich zwischen den unterschiedlichen Verfahren ist schwierig, da 
die veränderlichen Parameter Bezugsgrößen für die Berechnung sind. Eine wichtige 
Bezugsgröße, um die Produktivität zu bestimmen, ist zum Beispiel die Biomasseproduktion, 
welche im Festbettverfahren über den Zeitraum des Kultivierungsprozesses nicht bestimmbar 
ist (Treichel et al., 2010).  
Wichtig für die Frage, ob ein Prozess zur Herstellung von Enzymen oder niedermolekularen 
Stoffwechselprodukten industriell verwertbar ist, ist die Ermittlung der Herstellungskosten. 
Die Herstellungskosten bestimmen den Preis für den Biokatalysator, welcher nur einen 
kleinen Prozentsatz der Kosten für das letztendlich erwünschte Produkt, z.B. freie Fettsäuren, 
chirale Moleküle oder Biodiesel, betragen darf (Cantone et al., 2013). Die Herstellungskosten 
für einen Biokatalysator werden in zwei Hauptpunkte, die Investitions- und die 
Betriebskosten unterteilt. Diese Kosten unterteilen sich weiterhin in verschiedene 
Unterpunkte, z.B. direkte, welche sich spezifisch auf den Herstellungsprozess beziehen, und 
indirekte, welche von der Produktion unabhängig sind.  
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Um Einsparungen in bestimmten Teilen des Produktionsprozesses abschätzen zu können, 
muss dieser separat auf die Gesamtkosten analysiert werden (Tischer und Kasche, 1999). 
Wenn ein Biokatalysator auf den Markt gebracht wird und in großtechnischen Prozessen 
eingesetzt werden soll, ist auch die Produktivität eines Enzyms entscheidend, welche in kg 
Produkt/ kg Enzym ausgedrückt wird (Sheldon, 2011; Cantone et al., 2013).  
Klein-Marcushamer und seine Kollegen analysierten 2012 die einzelnen Kostenfaktoren für 
die Herstellung von Zellulase, wobei die Investitionskosten mit 48 % den größten Anteil 
ausmachten, während ein Drittel für Ausgangsmaterialien benötigt wurde. Wenn davon 
ausgegangen wird, dass der größte Kostenanteil für die Beschaffung und Instandhaltung der 
Produktionsanlage investiert werden muss, rückt die eigentliche Inbetriebnahme aufgrund der 
hohen Grundinvestitionen in weite Ferne (Klein-Marcushamer et al., 2011). Jede 
Produktionsanlage mit dem jeweiligen Produkt muss differenziert gesehen werden. Steht das 
biokatalytische Verfahren in Konkurrenz mit chemischen Verfahren, können schon minimale 
Veränderungen zu Einsparungen führen, welche den ausschlaggebenden Punkt für eine 
industrielle Inbetriebnahme geben. Beispiele wären ein kostengünstiges Reaktordesign ohne 
den Einsatz von Stahl, der Einsatz günstiger Medienbestandteile ohne Zugabe von Antibiotika 
oder Vitaminen oder die Senkung der Energiekosten durch den Wegfall der Sterilisation. 
Weitere Ansatzpunkte, wie effektive Fermentation durch die Nutzung von rekombinanten 
Wirtsorganismen und hohen Zellzahlen, ein großes Produktionsvolumen sowie ein einfaches 
und kostengünstiges „Downstream Processing“ können die Kosten für den Biokatalysator um 
mehrere Größenordnungen senken (Tufvesson et al., 2011).  
 
Aus dieser komplexen Problemstellung ergab sich die Fragestellung nach einem einfachen, 
robusten Kultivierungssystem, welches unter selektiven Bedingungen das Wachstum einer 
Monokultur begünstigt und so eine Sterilisation unnötig macht. Ein Kultivierungsverfahren 
mit minimierter Steriltechnik wurde in vorhergehenden Arbeiten entwickelt. In dem 
vorliegenden Projekt sollten die gewählten Selektivkriterien analysiert werden, um dieses 
System in seiner einfachen und robusten Arbeitsweise zu bestätigen. Die Eignung des 
Prozesses für ein größeres Kultivierungsvolumen sollte gezeigt werden. Da bisher nur mit 
Phialemonium curvatum AW02 gearbeitet worden war, sollte das Wachstum 
unterschiedlicher Mikroorganismen in dem selektiven Kultivierungsverfahren untersucht 
werden, um die Anwendungsmöglichkeiten zu erweitern.  
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3.2 Kultivierungsverfahren mit minimierter Steriltechnik 
 
Stahmann et al. patentierten 2008 ein einfaches, robustes Kultivierungssystem, geeignet für  
Laborpersonal mit geringen Vorkenntnissen. Der Hauptgedanke der Erfindung war die 
Auswahl von Kultivierungskriterien, welche spezifisch das Wachstum einer bestimmten 
Mikroorganismengruppe unterstützen. Abbildung 3.1 stellt die gewählten Selektionskriterien, 
welche das Wachstum einer Monokultur in dem System gewährleisten, schematisch dar. 
Damit ein Mikroorganismus unter den gewählten Bedingungen wachsen kann, muss er eine 
extrazelluläre Lipase sekretieren, keinen Bedarf an komplexen Medienbestandteilen, wie 
Vitaminen, oder Aminosäuren haben, eine hohe Hydronium Ionen (H3O+) Konzentration 
tolerieren und eine Nitratreduktase zur Verwertung des Stickstoffs aufweisen (Stahmann et 
al., 2008). 
 
 
Abbildung 3.1: Selektionskriterien bedingen das Wachstum einer Monokultur unter minimal-sterilen 
Bedingungen. Die Gesamtheit der Mikroorganismen mit ihren Wachstumsbedingungen ist schematisch 
dargestellt. Wird ein spezifisches Kultivierungskriterium, z.B. Triglyzeride als Kohlenstoffquelle, gewählt, wird 
das Wachstum einer kleinen Teilmenge Mikroorganismen unterstützt. Die größere Teilmenge wird vom 
Wachstum ausgeschlossen. Die Anwendung einer Mehrzahl von Selektionskriterien engt die kultivierbare 
Mikroorganismengruppe zusätzlich ein. So ist die Kultivierung unter ausgewählten Bedingungen ohne 
Sterilisation der Prozessanlage und des Kultivierungsmediums möglich. 
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Die Begasung des Systems erfolgte durch komprimierte Luft über einen Sterilfilter. Dies hat 
mehrere Vorteile:  
I) die Vermischung des Mediums ist gewährleistet,  
II) der Eintrag von Luft ermöglicht den Sauerstoffübergang in die Flüssigphase, 
welche dem Mikroorganismus zugänglich ist. Ein effektiver Gasaustausch 
sollte somit gewährleistet sein, bei dem im Gegenzug das gebildete 
Kohlendioxid aus dem System ausgetragen wird, 
III) eine isotherme Kultivierung wird gewährleistet, 
IV) komplexe Rührapparate werden ausgeschlossen und ein Kühlsystem kann 
vermieden werden,  
V) Scherkräfte werden klein gehalten, was die Zellen für einen längeren Zeitraum 
intakt hält, so dass geringe Mengen von komplexen Bestandteilen in das 
Medium abgegeben werden.  
Die Investitionskosten wurden durch die Kultivierung in einem 200 l Polypropylen-
Reaktionsgefäß gering gehalten werden. Schematisch basierte der Aufbau auf der folgenden 
Abbildung 3.2. Das System wurde mit 100 l Minimalmedium gefüllt und eingehängte 
Segmente dienten dem Aufwuchs des Mikroorganismus. Die Kultivierung wurde im „Batch“-
Verfahren über einen Zeitraum von acht bis zwölf Tagen durchgeführt.  
 
Abbildung 3.2: Schematische Darstellung des 100-l-Kultivierungsmaßstabes in einem offenen 200 l 
Reaktionsgefäß. Zur Begasung wurden 100 l Luft/ min über einen Sterilfilter mittels vier Belüftungseinheiten 
verteilt. Ein zweites Kultivierungsgefäß wurde in sechs gleich große Teile geschnitten, fünf dieser Segmente 
wurden in 100 l Minimalmedium (MM) gehangen. Diese dienten dem Aufwuchs des Mikroorganismus als 
Biofilm, welcher von den Segmenten geerntet werden konnte. 
100 l MM 
Eingehängtes Segment  
Sterilfilter 
(100 l Luft/ min) 
84 cm 
42 cm 
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3.3 Kompostisolat Phialemonium curvatum AW02, ein Lipase-bildender Pilz 
 
Auf der Suche nach einem Pilz, welcher eine extrazelluläre, säurestabile und -aktive Lipase 
bildet, wurde der Pilz Phialemonium curvatum AW02 von der Arbeitsgruppe Stahmann aus 
Kompost isoliert. Es zeigte sich, dass dieser filamentös wachsende Pilz gut unter den 
gewählten  Selektivbedingungen wuchs. Ein weiterer Vorteil war die Produktion hydrophiler 
Sporen in einer Größenordnung bis 108 Sporen/ml, was eine gute und einfache Animpfung 
möglich machte.  
Des Weiteren wurde gezeigt, dass P. curvatum AW02 während des Wachstums an 
Oberflächen haftet. Er bildet einen Biofilm, so dass eine einfache und kostengünstige Ernte 
möglich ist. Durch die genannten stringenten Kultivierungskriterien war es möglich, eine 
Monokultur von P. curvatum AW02 im 100-l-Maßstab in einem Polypropylen-
Reaktionsgefäß ohne unerwünschte Komensalen über einen Kultivierungszeitraum von 8-12 
Tagen zu kultivieren (Stahmann et al., 2008).  
Phialemonium spec. wurde erstmals 1983 von Gams et al. beschrieben und als Ascomycet 
klassifiziert. Diese Art ist weit verbreitet und konnte aus Luft, Bodenmaterial sowie Wasser 
isoliert werden (Gams et al., 1983). Im Jahr 2004 waren 13 Fälle von Infektionen mit  
Phialemonium spec. bekannt, 11 davon betrafen immunsupprimierte Patienten. Dies lässt 
darauf schließen, dass P. curvatum ein opportunistisch humanpathogener Krankheitserreger 
ist (Proia et al., 2004). Um die weitere Arbeit mit diesem Pilz in dem vorgestellten System zu 
gewährleisten, war eine eingehende Charakterisierung nötig. 
Ein weiterer interessanter Punkt sind die extrazellulären Lipasen von P. curvatum AW02. Es 
wurde gezeigt, dass dieser Pilz bei einer hohen Hydronium-Ionen-Konzentration auf 
Triglyzeriden wächst, was die Lipasen als säureaktive Enzyme interessant macht. Säurestabile 
und –aktive Lipasen sind vor allem in der Medizin als Ersatz für die pankreatische Lipase 
wichtig. Die Hauptanforderung für einen Einsatz bei pankreasinsuffizienten Patienten ist eine 
gute Aktivität der Lipase bei pH 4 sowie im neutralen Bereich (Aloulou et al., 2007). 
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3.4 Charakterisierung und Optimierung des Kultivierungssystems mit 
minimierter Steriltechnik  
 
3.4.1 Charakterisierung der Selektivbedingungen  
 
Um die Robustheit des Systems bei der Kultivierung mit Minimalmedium zu überprüfen, 
wurden drei ausgewählte Kriterien, welche den beschriebenen Selektionsdruck hervorrufen, 
betrachtet. Bei der Durchführung von Experimenten im 100-ml-Maßstab wurden einzeln 
folgende Punkte verändert: 
I) Pflanzenöl als alleinige Energie- und Kohlenstoffquelle wurde gegen Glucose 
ausgetauscht,  
II) das Wachstum bei pH 3 bis 4 mit dem Wachstum bei pH 7 verglichen, und  
III) Nitrat wurde als Stickstoffquelle durch Ammonium ersetzt. 
 
Das Wachstum von Mikroorganismen ohne Beimpfung, z.B. mit Bakterien aus der Laborluft, 
den Medienbestandteilen oder den Laborgefäßen wurde mittels Bestimmung der optischen 
Dichte bei 600 nm (OD600) ermittelt (Abbildung 3.3). Das für die Kultivierung eingesetzte 
Minimalmedium mit allen gewählten Selektionsbedingungen war fünf Tage stabil. Erst am 
sechsten Tag war ein signifikanter Anstieg der OD600 messbar. Am deutlichsten wirkte sich 
die Änderung I) auf das Wachstum ohne Beimpfung aus. Dabei wurde bereits nach drei 
Tagen ein Wachstum von Mikroorganismen verzeichnet. Unter der Bedingung II), der 
Veränderung des pH-Wertes, wurde ebenfalls, wie bei der Einhaltung aller 
Selektionsbedingungen, ein Anstieg der optischen Dichte an Tag sechs verzeichnet. Bei dem 
Austausch von Nitrat gegen Ammonium im Kultivierungsmedium (III)) konnte Wachstum 
von Mikroorganismen ab Tag fünf bestimmt werden. 
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Abbildung 3.3: Zeitlicher Verlauf über den Aufwuchs von Mikroorganismen in unsterilen Schüttelkolben 
gefüllt mit verschiedenen Minimalmedien. Wachstum wurde durch die Änderung der optischen Dichte bei 600 
nm bestimmt. Höchste Selektivität erreichte das Minimalmedium mit Rapsöl als alleinige Kohlenstoff- und 
Energiequelle sowie Nitrat als Stichstoffquelle und pH 3 (). Minimierter Selektionsdruck wurde durch den 
Austausch von Fett gegen Glucose (), Nitrat gegen Ammonium () oder pH 3 anstelle von pH 7 () gezeigt. 
Der Mittelwert zweier unabhängiger Durchführungen des Experiments wurden zur Datenanalyse genutzt. 
 
3.4.2 Robustes Wachstum unter Selektivbedingungen im 100-l- und 350-l-Maßstab 
 
Ein 200 l Polypropylen-Reaktionsgefäß wurde mit 100 l Minimalmedium gefüllt. 
Standardmäßig wurde 1 l Rapsöl als Kohlenstoff- und Energiequelle zugesetzt. Abbildung 3.2 
zeigt den schematischen Aufbau der offenen Kultivierungseinheit. Die Durchmischung wurde 
durch den Eintrag von 100 l/min komprimierter Luft über vier lokale Belüftungseinheiten 
gewährleistet (Abbildung 3.2). Da P. curvatum AW02 einen Biofilm bildet, wurde geeignetes 
Trägermaterial gewählt. Zum einen wurde ein zweites Kultivierungsgefäß in sechs gleich 
große Teile geschnitten und die Oberfläche aufgeraut. Ein einfaches Abstreifen des 
aufgewachsenen Biofilms vom Segment war möglich (Abbildung 3.4A). Alternativ wurden 
BasotectTM Würfel von der Firma BASF (Schwarzheide, Germany) genutzt. Dabei handelt es 
sich um ein offenporiges Melaminharz, welches über Bünde und Stege vernetzt ist. Würfel 
von circa 1 cm³ wurden vorbereitet und dem Medium zugegeben.  
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Diese BasotectTM Würfel wurden im Reaktorsystem durch die aufsteigenden Luftblasen 
verwirbelt. Zusammen mit der wässrigen und der öligen Phase ergab sich daraus ein Drei-
Phasen-Wirbelschichtreaktor. P. curvatum AW02 bewuchs dieses Material und konnte leicht 
durch Siebe von der Kulturbrühe getrennt werden (Abbildung 3.4B). 
 
Abbildung 3.4: Aufwuchs von Phialemonium curvatum AW02 auf verschiedenes Trägermaterial während 
der Kultivierung in einem offenen 200 l Reaktionsgefäß. A: Unterer Teil eines eingehängten Segmentes mit 
Biofilmbewuchs von AW02 nach fünf Tagen Wachstum. B: BASOTECTTM Würfel als Trägermaterial ohne 
(unten) und mit AW02 Biofilm (oben).   
 
Um die Lipase- und Biomasseproduktion zu erhöhen, wurde die maßstabsgerechte 
Vergrößerung des Kultivierungssystems, ein sogenanntes „Scale up“, verfolgt. Ein 500 l 
Polypropylen-Reaktionsgefäß wurde dafür mit 350 l entsprechendem Minimalmedium gefüllt 
und P. curvatum AW02 kultiviert. Die Durchmischung erfolgte wiederum durch die 
Belüftung mit komprimierter Luft über einen Sterilfilter mit 100 l/min. Um eine bessere 
Begasung mittels der aufsteigenden Luftblasen zu ermöglichen, war der Einbau eines 
Röhrensystems erforderlich (Abbildung 3.5A). Die am Boden fixierten Rohre wurden mit 
Bohrungen versehen, welche die Luft über das gesamte Volumen fein verteilen. Der 
Aufwuchs des Biofilms wurde analog zum 100-l-Maßstab auf zwei unterschiedlichen Trägern 
untersucht, zum einen wurden aufgeraute Polypropylen-Platten in das System gehängt 
(Abbildung 3.5B) oder circa 6000 BASOTECTTM Würfel in die Kulturbrühe gegeben. 
Abbildung 3.5C zeigt das Kultivierungsgefäß mit einem entwickelten Abluftsystem bei dem 
es zur Abscheidung des Kondenswassers durch zwei Abscheidevorrichtungen und ein 
Filtersystem kommt. 
3. Selektives Kultivierungsverfahren                                                                                        25 
 
Abbildung 3.5: Kultivierungssystem für den 350-l-Kultivierungsmaßstab. A: In die Kultivierungstonne 
wurde ein Röhrensystem integriert, welches aus einer Hauptachse und 13 Nebenachsen bestand. Komprimierte 
Luft wurde in das System gepresst und über Öffnungen, welche über das Röhrensystem verteilt waren, in das 
Medium abgegeben. B: Das Röhrensystem ist fest auf dem Boden der Tonne fixiert. Zwölf hängende 
Plastiksegmente dienen als Träger für den aufwachsenden Pilz. C: Die geschlossene Tonne hat ein in den Deckel 
integriertes Abluftsystem bestehend aus zwei Schikanen, welche Tröpfchen sammeln und einen Gewebefilter, 
der die Freisetzung von Aerosolen minimiert. 
 
Die Kultivierungsstabilität gegenüber bakterieller Kontamination im 100-l- und 350-l-
Kultivierungsmaßstab wurde in einer Reihe von Kultivierungen getestet. Tabelle 3.1 fasst die 
ersten 13 Durchgänge, wobei acht im 100-l- und fünf im 350-l-Maßstab durchgeführt wurden, 
zusammen. Jeder Kultivierungsgang wurde von anderen Personen mit unterschiedlichen 
Labor-Erfahrungen durchgeführt. Dabei musste nur in einem Fall (Durchgang Nr.:3, Tabelle 
3.1) die Kultivierung wegen einer bakteriellen Kontamination abgebrochen werden. 
Anzumerken ist dabei, dass mit Glucose supplementiert wurde, um den Einfluss auf 
Wachstum, Dauer der Kultivierung und Lipaseproduktion zu testen. 
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Tabelle 3.1: Robustheit der Kultivierung von Phialemonium curvatum AW02 ohne Sterilisierung des 200-l 
bzw. 500-l-Behälters und des Kultivierungsmediums. Acht der 13 Durchgänge wurden im 100 l 
Kultivierungsvolumen durchgeführt, fünf im 350 l Maßstab. Der pH Wert im Medium wurde einmal pro Tag 
gemessen. Bei einem pH Wert von 4 wurde eine Rücktitration auf pH 3 mit HCl durchgeführt. Bakterielle 
Kontamination wurde mittels Lichtmikroskopie überprüft. Para-Nitrophenyl-Palmitat wurde zur Lipase- 
aktivitätsbestimmung genutzt. Wurden Sporen von AW02 durch Mikrokopie gefunden, wurde die Kultivierung 
beendet. “Nein” bei der Kontamination bedeutet ein klares Kulturfiltrat ohne sichtbare Bakterien mittels 
Mikroskopie. + Biofilm Bewuchs und Ernte von angerauten Plastik Segmenten oder Platten, # poröse 
BASOTECTTM Würfel als Wachstumsträger, * Kulturmedium wurde zusätzlich mit 1 g/l Glucose angereichert.  
 
Durchgang 
Nr. 
Kultivierungs-
volumen 
pH Titration Kontamination 
Gesamt- 
Lipase- 
aktivität 
Kultivierungs- 
dauer 
1+ 100 L nein nein 12 kU 7 d 
2+ 100 L nein nein 28 kU 7 d 
3*/+ 100 L nein ja - 6 d 
4+ 100 L nein nein 13 kU 11 d 
5# 100 L nein nein 10 kU 10 d  
6+ 100 L ja nein 8 kU 8 d 
7# 100 L ja nein 17 kU 9 d 
8+ 100 L ja nein 22 kU 10 d 
      
9# 350 L ja nein 20 kU 8 d 
10# 350 L ja nein 8 kU 5 d 
11# 350 L ja nein 12 kU 7 d 
12+ 350 L ja nein 6 kU 8 d 
13+ 350 L ja nein 18 kU 11 d 
 
Es konnte bestätigt werden, dass ein robustes, selektives Kultivierungsverfahren entwickelt 
wurde, welches über einen Zeitraum von bis zu elf Tagen ohne bakterielle Kontamination 
durchgeführt werden kann. Konzentrationen an Lipaseaktivität von 34-280 U/l konnten 
erreicht werden. Wildtyp-Fermentationen von filamentösen Pilzen zur Lipaseproduktion in 
einem flüssigen „Batch“-betrieb ergaben Lipaseaktivitäten von 5.000 – 15.000 U/l (Sharma et 
al, 2001; Treichel et al., 2010).  
Die Aktivität von verbesserten oder rekombinanten Stämmen wie A. niger, welcher die T. 
lanuginosus Lipase überexprimiert, liegt bei 5.700 U/g Trockengewicht. P. curvatum AW02 
erreichte vergleichsweise Lipaseaktivitäten von 0,9 U/g Trockengewicht, was in einem nicht 
konkurrenzfähigen Bereich liegt (Prathumpai et al., 2004). Um das Potential der 
extrazellulären Lipasen von P. curvatum AW02 besser einschätzen zu können, wurden diese 
teilweise charakterisiert.  
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3.5 Charakterisierung der Phialemonium curvatum AW02 Lipasen 
 
P. curvatum AW02 wächst bei niedrigen pH Werten zwischen pH 2,5 und pH 4 unter 
Selektivbedingungen, d.h. Triglyzeride als einzige Kohlenstoff- und Energiequelle. Diese 
Fähigkeit lässt darauf schließen, dass mindestens eine extrazelluläre säurestabile und -aktive 
Lipase sekretiert wird. Lipasen, welche eine hohe Konzentration an Hydroniumionen 
tolerieren, sind zurzeit im Gegensatz zu alkalischen Lipasen nur wenig verfügbar. Ein 
Großteil verfügbarer säureaktiver Lipasen wird von Pilzen produziert (Sangeetha et al., 2011). 
Extrazelluläre Lipasen können entweder frei in die Umgebung diffundieren oder liegen 
zellwandgebunden vor. Nach Trennung des Myzels von der Kulturbrühe konnte die 
extrazelluläre lipolytische Aktivität als zellwandgebunden klassifiziert werden. Eine Lösung 
des Enzyms und somit der lipolytischen Aktivität von der Zellwand mittels Salzen (NaCl), 
alkalisch-wässrigen Lösungen (NaOH), Detergenzien (SDS) oder zellwanddegradierenden 
Enzymen war nicht erfolgreich. Nur eine aufwendige Prozedur konnte die 
zellwandgebundenen Enzyme mit lipolytischer Aktivität von den Zellen trennen (Abbildung 
3.6). Dabei wurde mittels „French Press“ und anschließender Zentrifugierung der 
Zellwandanteil vom Zellinhalt getrennt. Nachfolgend wurden die Bruchstücke der Zellwand 
in flüssigen Stickstoff mit einem Mörser zerrieben. Dieses komplexe „Down Stream 
Processing“ führte zu freier Lipase (Barig et al., 2011). 
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Abbildung 3.6: Freisetzung zellwandgebundener Lipasen von Phialemonium curvatum AW02.  
 
Das Gemisch aus freigesetzten Zellwandbestandteilen wurde genutzt, um weitere 
Charakterisierungen durchzuführen. Mittels isoelektrischer Fokussierung und nachfolgender 
Esteraseaktivitätsfärbung konnten zwei Banden bei pI 4,7 und pI 5,6 identifiziert werden 
(Abbildung 3.7). Somit konnten in der Fraktion der freigesetzten zellwandgebundenen 
Proteine mindestens zwei esterolytische Enzyme nachgewiesen werden.  
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Abbildung 3.7: Visualisierung von aus der Zellwand von P. curvatum AW02 freigesetzten Lipasen durch 
Aktivitätsfärbung in einem Gel nach isoelektrischer Fokussierung. Aus dem Überstand (ÜS) wurden 13,5 µg 
bzw. 27 µg freigesetzte Proteine aufgetragen, die durch mechanisches Scheren gewaschener Zellwände 
freigesetzt wurden. 1µg Rinderserumalbumin und 25 mU T. lanuginosus Lipase dienten als negative bzw. 
positive Kontrolle. M: IEF Standardproteine: Human Hemoglobin C, pI 7,5; Human Hemoglobin A: pI 7,1; 
Myoglobin vom Pferd: pI 6,8; Phycocyanin: pI 4,75. 
 
Die Substratabhängigkeit der zellwandgebundenen Lipasen wurde gegenüber dem in Lösung 
befindlichen p-Nitrophenyl-Palmitat und emulsionsbildenden Substraten wie Triacetin, 
Triolein, und Rapsöl untersucht. Dabei wurde das geerntete Myzel direkt zur 
Aktivitätsbestimmung eingesetzt (Abbildung 3.8). Die zellwandgebundenen Lipasen von P. 
curvatum AW02 zeigen eine klare Präferenz für Triglyzeride, die auf das Vorhandensein von 
mindestens einer Lipase hinweist. Die Aktivitätsunterschiede zwischen lang- (C18) und kurz- 
(C2) kettigen Triglyzeriden sind dabei nicht signifikant.  
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Abbildung 3.8: Substratspezifität der zellwandgebundenen Lipasen von Phialemonium  curvatum AW02. 
Die Lipaseaktivität wurde mittels Titrimetrie, bezogen auf Rapsöl, Triolein und Triacetin sowie 
spektrophotometrisch gegenüber auf p-Nitrophenyl-Palmitat (pNPPalm), bestimmt. Feuchtbiomasse suspendiert 
in 0,1 M Natrium-Phosphat-Puffer (pH 7) wurde im jeweiligen Nachweissystem eingesetzt. Der Mittelwert 
zweier unabhängiger Experimente ist dargestellt. 
 
 
Um das Spektrum der Aktivität bei unterschiedlichen pH Werten beurteilen zu können, 
wurden die freigesetzten P. curvatum AW02 Lipasen in dem neu entwickelten Lipase-
Nachweissystems im Petri-Platten-Maßstab verglichen (Abbildung 3.9). Dieses 
Nachweissystem basiert auf einer Tributyrin/Wasser Emulsion, welche durch Agar im 
Mikrotiter- bzw. Petri-Platten-Maßstab stabilisiert wird. Zwei Schichten, die untere ohne und 
die obere mit dem Substrat Tributyrin, sollen eine kurze Reaktionszeit ermöglichen und die 
Interferenz mit den Hydrolyse-Produkten minimieren (Barig et al., 2013). Die Lipasen von P. 
curvatum AW02 zeigten Aktivität im Bereich pH 2 bis 8 und hatten ihr Optimum bei pH 7. 
Da keine reine Lipase, sondern ein Gemisch vorlag, könnte es neben der Hydrolyse zu 
Nebeneffekten, wie z.B. Zellwandfragmente als Lösungsvermittler der Tributyrin-Tröpfchen, 
kommen. Weiterhin kann Tributyrin auch von Esterasen hydrolysiert werden, da es bis zu 
einer Konzentration von 0,8 mM wasserlöslich ist (Berg et al., 1998). Vergleichend wurden 
zwei gut untersuchte Lipasen, die T. lanuginosus Lipase sowie die R. miehei Lipase auf das 
System angewandt.  
 
 
3. Selektives Kultivierungsverfahren                                                                                        31 
T. lanuginosus Lipase zeigte in diesem System ein pH Optimum von 7 und war aktiv 
zwischen pH 4 und 8. Das Optimum wird durch Literaturwerte bestätigt, wobei eine 
Langzeitstabilität über 24 h im Bereich pH 5 bis 9 ermittelt wurde (Omar et al., 1987). Die R. 
miehei Lipase wurde in der Literatur mit einen pH Optimum von 8 und eine Langzeitstabilität 
im Bereich pH 7 bis 10 beschrieben (Wu et al., 1996). Die vorliegenden Ergebnisse 
bestimmen ein Optimum bei pH 7, wobei darauf zu achten ist, dass das System Tributyrin als 
Substrat und die Arbeiten von Wu et al. (1996) auf der Hydrolyse von Olivenöl beruhen. 
Werden alle drei Lipasen verglichen, konnte bei pH 2 nur bei der P. curvatum AW02 
Präparation noch Tributyrin-Hydrolyse festgestellt werden. Setzt man die Aktivität der drei 
Lipasen bei pH 6 auf 100 %, erreicht P. curvatum AW02 für pH 2 noch 40 % der maximalen 
Aktivität. T. lanuginosus Lipase zeigt ab pH 3 Lipaseaktivität, welche 23 % der Aktivität bei 
pH 6 entspricht. Rhizomucor miehei Lipase hingegen zeigt lipolytische Aktivität ab pH 4 mit 
83 % gegenüber der Ausgangsaktivität bei pH 6. Daraus lässt sich schließen, dass die P. 
curvatum AW02 Lipase säurestabil und -aktiv ist. 
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Abbildung 3.9: Abhängigkeit der Trübungsklärung einer Tributyrin-Emulsion vom pH. Das 
turbidimetrische Lipase-Nachweissystem im Petri-Platten-Maßstab wurde mit verschiedenen Puffersystemen auf 
einen pH zwischen 2 und 8 eingestellt (pH 2-5: 0,05 M Na-Citrat; pH 5-7: 0,05 M Na-Phosphat; pH 8: 0,05 M 
Tris-HCl). Von drei verschiedene Lipasen wurde ein Volumen von 20 µl in vorgefertigte Ausstanzungen 
(Ausgangsdurchmesser d entspricht der horizontalen Linie) gegeben, T. lanuginosus Lipase (■) 7,4 mU, R. 
miehei  Lipase ( ) 0,3 mU sowie P. curvatum AW02 Lipase (□) 6,4 mU. Nach Inkubation von 24 h bei 30 °C 
wurde der Durchmesser der Klärhöfe bestimmt und vergleichend dargestellt. Zwei unabhängige Experimente 
wurden durchgeführt und der Mittelwert aufgetragen. 
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Es konnte gezeigt werden, dass die extrazellulären Lipasen von P. curvatum AW02 
zellwandgebunden vorliegen. Eine Freisetzung der Lipasen kann durch mechanisches Scheren 
unter Einfluss von flüssigem Stickstoff erreicht werden. In dem freigesetzten Proteingemisch 
befinden sich zwei Proteinfraktionen, welche esterolytische Aktivität nach isoelektrischer 
Fokussierung zeigen. Weiterhin konnte gezeigt werden, dass das Gemisch von Proteinen aktiv 
ist gegenüber lipolytischen Substraten, z.B. Triolein. Im sauren pH Bereich konnte Aktivität 
nachgewiesen werden.  
Somit lässt sich schlussfolgern, dass mindestens eine aktive extrazelluläre Lipase 
zellwandgebunden vorliegt, weil nicht ausgeschlossen werden kann, dass eines der zwei im 
IEF-Gel gefundenen Enzyme eine Esteraseaktivität aufweist. Argumente für Säurestabilität 
und -aktivität sind einerseits die in vitro Daten aus den vorgestellten Experimenten zur 
Aktivität bei niedrigem pH und andererseits die Wachstumsexperimente. Hier wurde eine 
Lipase isoliert, welche für weitere Anwendungen bei hoher Hydroniumionen Konzentration 
anwendbar ist. 
Um das weitere Potential dieser Lipase(n) zu testen sowie eine Abgrenzung zwischen 
Esterase und Lipase vorzunehmen, wäre eine Identifizierung der Lipasegene wünschenswert. 
Lipasen zeigen oft wiederkehrende Sequenzabfolgen, welche durch eine vergleichende 
Analyse mit dem Genom von P. curvatum AW02 einen Hinweis auf Lipasegene geben 
würde. Ein geeignetes Expressionssystem, wie z.B. A. niger, könnte die Lipase(n) in höheren 
Quantitäten exprimieren, um weitere Eigenschaften zu charakterisieren, wie z.B. die 
Temperaturstabilität oder den Einfluss von positiven und negativen Effektoren. 
 
Ein mögliches Anwendungsgebiet für säurestabile und –aktive Lipasen ist der Ersatz der 
humanen pankreatischen Lipase. Dafür wären weitere Experimente nötig, wie zum Beispiel: 
Analyse des Einflusses verschiedener Konzentrationen von Gallensalzen auf die 
Lipaseaktivität, eingehende Untersuchung der Hydrolyse von Nahrungsfetten sowie die 
Resistenz gegenüber humaner Proteasen (Aloulou et al., 2007).  
Des Weiteren sind membrangebundene Lipase oft stabiler als frei diffundierende, da sie schon 
an der Zellwand oder –membran immobilisiert vorliegen (Colin et al., 2011). Daher wäre der 
Einsatz als Ganzzellkatalysator für die Biodieselproduktion oder in Biogasanlagen denkbar.  
Das vorgestellte selektive Kultivierungsverfahren wurde mit P. curvatum AW02 etabliert. Um 
die Möglichkeiten zu verbreitern, z.B. gentechnisch voll entwickelte Expressionssysteme 
anzuwenden, wurde nach weiteren Mikroorganismen gesucht, die in dem System kultivierbar 
sind. 
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3.6 Wachstum weiterer Mikroorganismen auf dem Selektivmedium 
 
Verschiedene Mikroorganismen wurden im selektiven Kultivierungsverfahren auf ihr 
Wachstum getestet (Tabelle 3.2). Jeder von ihnen zeigte Wachstum auf dem vorgestellten 
selektiven Minimalmedium mit Rapsöl als alleinige Energie- und Kohlenstoffquelle. 
In ersten Experimenten wurde gezeigt, dass eine Isolierung von Mikroorganismen aus Luft 
oder Kompost weitere Kandidaten für das selektive Kultivierungssystem hervorbringen kann. 
Eine Identifizierung erfolgte mittels der Sequenzierung der „Internal Trancribed Spacer“ (ITS 
Region) (Barig et al., 2011). Diese Region liegt auf dem nuklearen rRNA Cluster, welcher 
aus den drei Genen für die 18S, 5,8S und 28S rRNA besteht. Die konservierten Regionen 
zwischen den Genen, die ITS, eignen sich sehr gut für die phylogenetische Analyse von 
Pilzen (Schoch et al., 2012).   
In einem zweiten Ansatz wurde nach gut untersuchten Stämmen in der Literatur gesucht, 
welche eine nachgewiesene extrazelluläre Lipase besitzen. Ein weiteres Kriterium war, dass 
diese extrazellulären Lipasen möglichst säurestabil und -aktiv waren oder die Stämme 
bevorzugt im sauren Milieu wachsen. Einer der Stämme, Aspergillus niger, ein anerkannter 
GRAS Mikroorganismus, welcher großtechnisch für die Produktion von Citronensäure 
genutzt wird (Alvarez-Vasquez et al., 2008), produzierte in der Festbettfermentation eine 
säurestabile und –aktive Lipase. Diese Lipase wies ein pH Optimum bei pH 2,5 auf und war 
bei pH 1,5 noch zu 75 % aktiv (Mahadik et al., 2002). Dies machte Aspergillus niger zu 
einem geeigneten Kandidaten für das vorgestellte selektive Minimalmedium. Gleiches galt für 
Aspergillus oryzae (aktive Lipase bei pH 4,0- 7,5; Toida, et al., 1998), Penicillium 
chrysogenum (aktive Lipase bei pH 3- 10; Bancerz et al., 2005), Trichoderma reesei (aktive 
Lipase bei pH 3,5- 8; Rajesh et al., 2010) sowie Yarrowia lipolytica (aktive Lipase bei pH 
4,5- 5,0; Domínguez et al., 2003). Diese fünf Stämme wurden bei der Deutschen Sammlung 
für Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH (DSMZ) bestellt und in dem vorgestellten 
Kultivierungssystem im 100 ml Labormaßstab auf Wachstum getestet. Ein weiterer 
Laborstamm, Botrytis cinerea B05.10, wurde auf sein Wachstum im Minimalmedium getestet 
(Reis et al., 2005). Auch dieser pflanzenpathogene filamentöse Pilz zeigte Wachstum auf dem 
Minimalmedium (Barig et al., 2011). 
 
 
 
 
 
 
3. Selektives Kultivierungsverfahren                                                                                        34 
Tabelle 3.2: Auswahl von Mikroorganismen, die auf Minimalmedium wachsen. Die erste Kategorie bildeten 
Mikroorganismen, welche aus verschiedenen natürlichen Quellen isoliert wurden. Die Identifizierung erfolgte 
mittels ITS Sequenzierung (Barig et al., 2011). In der zweiten Kategorie wurden nach Literaturrecherche 
anerkannte GRAS Organismen mit bekannter säureaktiver- und stabiler Lipase getestet.  
 
Mikroorganismus Quelle 
DSMZ Nummer 
(Braunschweig, 
Germany) 
Optimale 
Wachstums-
temperatur 
Pseudozyma sp. (JS01) Luft DSM 23899 23°C 
Torrubiella sp. (JS02) Luft DSM 23900 23°C 
Phialemonium curvatum 
(AW02) 
Kompost DSM 23903 30°C 
Geotrichum candidum 
(JS04) 
Kompost DSM 23901 26°C 
Mucor circinelloides 
(JS05) 
Kompost DSM 23902 28 °C 
Aspergillus niger DSMZ DSM 11167 25 °C 
Aspergillus oryzae DSMZ DSM 63303 30 °C 
Penicillium chrysogenum DSMZ DSM 4154 24 °C 
Trichoderma reesei DSMZ DSM 768 24 °C 
Yarrowia lipolytica DSMZ DSM 8218 25 °C 
Botrytis cinerea B05.10 
Laborstamm 
 (M. Hahn, Universität 
Kaiserslautern) 
- 
20 °C oder 
Raumtemperatur 
 
Es konnte gezeigt werden, dass nicht nur der Beispielmikroorganismus P. curvatum AW02 im 
selektiven Kultivierungssystem wächst, sondern auch anerkannte GRAS Mikroorganismen 
und weitere Naturisolate. Somit erweitert sich das Potential der Biomasse- und 
Lipaseproduktion auf niedermolekulare Produkte, wie z.B. Zitronensäure durch A. niger. 
 
3.7 Wirtschaftliche Potentiale 
 
Das Ziel war es, ein in der Durchführung einfaches und kostengünstiges Kultivierungs-
verfahren zu etablieren. Um die Rentabilität der Produktion eines Biokatalysators oder 
niedermolekularer Stoffwechselproduktes im industriellen Maßstab abschätzen zu können, 
muss ein Produktionsverfahren in ökonomischer Hinsicht betrachtet werden.  
Ein prominentes Beispiel bei dem ein biotechnisches Verfahren den chemischen Prozess 
abgelöst hat, ist die Vitamin B2 Produktion. Dieses Vitamin, auch Riboflavin genannt, wird 
als Zusatz für Vitaminpräparate und als Lebensmittelfarbe genutzt.  
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Zwei separate mikrobielle Verfahren, zum einen mittels Ashbya gossypii und zum anderen 
mit Bacillus subtilis, wurden seit den 1990er Jahren etabliert. Nach einer langen 
Entwicklungsphase wird Vitamin B2 seit circa zehn Jahren alleinig durch die mikrobiellen 
Produktionsprozesse hergestellt (Stahmann und Hohmann,  2013). Dieses Beispiel zeigt, dass 
eine Kalkulation der ökonomischen Faktoren vor der Inbetriebnahme eines 
Produktionssystems wichtig ist, um die Rentabilität abzuschätzen. Dennoch ist eine 
endgültige Bestimmung der Wirtschaftlichkeit ein sich entwickelnder Prozess, der mit 
bestimmt wird durch Verbesserungen des Kultivierungssystems, einer guten 
Stammentwicklung, sowie einem kostengünstigen „Downstream Processing“.  
Eine erste Abschätzung über das selektive Kultivierungssystem mit minimierter Steriltechnik 
kann in der vorliegenden Arbeit getroffen werden. Eine vollständige Einschätzung, ob das 
Verfahren konkurrenzfähig ist, hängt von weiteren Faktoren ab, wie einem erfolgreichen 
„Scale up“ in den großtechnischen Maßstab, der Produktivität des Enzympräparates, dem 
Marktwert sowie der Marktgröße. 
Eine Kostenabschätzung kann in zwei Kategorien eingeteilt werden, die Investitions- und 
Betriebskosten (Tabelle 3.3). Die Investitionskosten umfassen das Zubehör, um einen 
Produktionsprozess zu starten. Dabei müssen weitere Faktoren, wie die Abschreibung einer 
Anlage und spezifische wirtschaftliche Faktoren betrachtet werden (Tufvesson et al., 2011). 
Im vorliegenden Fall belaufen sich die direkten Kosten für die 350-l-Maßstab-
Produktionsanlage, bestehend aus Polypropylen-Reaktionsgefäß, Belüftungssystem und 
Platten zum Bewuchs des Mikroorganismen-Biofilms, in einer Größenordnung von circa   
200 €. Für kleinere Mengen Enzym, welche von mittelständischen Unternehmen produziert 
werden, wären diese Kosten kein Hindernisgrund, eine Produktion zu starten. Betrachtet man 
allerdings die konventionelle Fed-Batch Fermentation zur Produktion von Lipasen in 
Stahlfermentern bei denen Produktionsvolumina zwischen 5 und 150 l bearbeitet werden, 
liegt die Investitionssumme im fünf- bis sechsstelligen Euro-Bereich (Maurer et al., 2013). Da 
ein Bau dieser kostenintensiven Anlagen mit höheren wirtschaftlichen Risiken verbunden ist, 
kann dies nur von größeren Unternehmen getragen werden. Weitere Punkte, welche zur 
Kostenminimierung bei der Produktion von Enzymen oder niedermolekularen 
Stoffwechselprodukten aus Mikroorganismen betrachtet wurden, sind in Tabelle 3.3 
zusammengefasst. Vergleichend ist das konventionelle Verfahren zur Enzymproduktion unter 
sterilen Bedingungen mit den selektiven Kultivierungsverfahren mit minimierter Steriltechnik 
dargestellt.  
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Tabelle 3.3: Betrachtung ausgewählter Kostenpunkte im Vergleich zwischen konventioneller 
Enzymproduktion und der Produktion im selektiven Kultivierungssystem. Die Produktionskosten werden in 
zwei Hauptkategorien, den Investition- und Betriebskosten, eingeteilt. Gegenübergestellt sind die Argumente, 
welche zur Reduktion der Ausgaben beitragen sollen. Die Einteilung der Kostenkriterien sowie der Zahlenwerte 
zur Kostenabschätzung berufen sich auf Tufvesson et al., 2011.  
 Konventionelle Enzymproduktion 
unter sterilen Bedingungen 
Enzymproduktion im selektiven 
Kultivierungssystem mit 
minimierter Steriltechnik 
I. Investitionskosten   
Direkte Kosten für die 
Anlage 
Hohe Kosten:   
- Stahlfermenter im Labormaßstab 
mit einem Kultivierungsvolumen 
von 30 l erfordert Investitionen im 
sechsstelligen Bereich 
Minimierte Kosten: 
- Polypropylen Behälter mit einem 
Kultivierungsvolumen von 350 l 
erfordert Investitionen im 
dreistelligen Bereich 
 
 - technisches Zubehör, z.B. 
Überwachungsanlage für die 
prozessrelevanten Parameter z.B. 
pH, Sauerstoffsättigung 
 
- geringe technische Überwachung 
nötig 
 
 - komplexes Rühr- und 
Kühlsystem 
- Begasung durch komprimierte 
Luft gewährleistet Durch-
mischung, Gasaustauch und 
isotherme Prozessführung 
 
Indirekte Kosten - kostenintensive Ausstattung zur 
Ernte und Aufreinigung der 
Enzyme, z.B. Zentrifugen, 
Filtereinheiten zur Separation, 
Chromathographie-Zubehör 
 
- Ausstattung zur Ernte und 
Aufreinigung der Enzyme werden 
minimiert, durch Bewuchs als 
Biofilm auf porösem Material oder 
aufgerauten Oberflächen  
 
II. Betriebskosten   
Direkte Kosten Hohe Kosten: 
- Komplexe Medienbestandteile, 
z.B. Antibiotika, Vitamine 
 
Minimierte Kosten: 
- Minimalmedium  
 - Energieaufwand durch 
Sterilisation und Kühlung 
 
- Sterilisation und Kühlung entfällt 
 - Kosten für das „Downstream 
Processing“ sind je nach 
gewünschtem Reinheitsgrad 
entsprechend intensiv 
- Ganzzelltrennung: 90 €/kg 
- roher Enzymextrakt aus 
Kulturbrühe: circa 180 €/kg 
Enzym, 
- reines Enzym: bis zu 1100 €/kg 
Enzym 
 
- einfache Trennung des 
Beispielmikroorganismus              
P. curvatum AW02 vom 
Reaktionsmedium, da dieser als 
Biofilm aufwächst 
- zellwandgebundene Enzyme 
werden simultan geerntet, Kosten 
liegen im Bereich der 
Ganzzelltrennung 
Indirekte Kosten, z.B. 
Qualitätskontrolle, 
Gehälter 
 
Kein Unterschied erkennbar 
Festkosten, z.B. Miete, 
Steuern, Versicherung Kein Unterschied erkennbar 
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Obwohl die dargestellten Punkte aus Tabelle 3.3 überzeugend sind, ist das Verfahren mit dem 
Beispielmikroorganismus P. curvatum AW02 zur Lipaseproduktion nicht konkurrenzfähig. 
Ein wichtiger Punkt ist die Produktivität, d.h. wieviel lipolytische Aktivität pro 
Volumeneinheit oder g Biomasse hergestellt werden kann. Im Kapitel 3.4.2 wurde gezeigt, 
dass Lipaseaktivitäten von bis zu 0,9 U/g Biomasse nach 10 Tagen Kultivierung von P. 
curvatum AW02 erreicht wurden. Verglichen mit einem rekombinanten Stamm von A. niger 
liegen diese Produktionsraten um drei Größenordnungen niedriger (Prathumpai et al., 2004). 
Wird nun in folgenden Arbeiten die Steigerung der Lipase Expression sowie der Zellzahl 
verfolgt, könnte die Produktivität so gesteigert werden, dass das vorgestellte Verfahren 
ökonomisch mit konventionelle Verfahren konkurrieren könnte (Tufvesson et al., 2011).  
 
3.8 Schlussfolgerung und Ausblick 
 
Ein einfach durchzuführendes Kultivierungssystem war in vorangegangenen Arbeiten 
entwickelt worden. Eine systematische Untersuchung der drei wichtigsten 
Selektivbedingungen ergab, dass Glucose wesentlich schneller zum Bewuchs des 
Minimalmediums mit unerwünschten Mikroorganismen führt als Rapsöl. Die Anpassung an 
einen größeren Kultivierungsmaßstab wurde erfolgreich durchgeführt sowie die Robustheit in 
13 Kultivierungsdurchgängen gezeigt.  
Das Kompostisolat P. curvatum AW02 produzierte unter den gewählten Bedingungen 
extrazelluläre Lipase. Durch eine Charakterisierung konnte gezeigt werden, dass mindestens 
eine zellwandgebundene Lipase sekretiert wird. Diese ist säurestabil und -aktiv. 
Weitere Mikroorganismen, darunter Pilze, die als nicht-pathogen akzeptiert und gentechnisch 
voll entwickelt sind, konnten erfolgreich in dem selektiven Kultivierungssystem unter 
minimalen Sterilbedingungen kultiviert werden. 
Nach Betrachtung der Kostenfaktoren kann geschlussfolgert werden, dass das Verfahren mit 
dem Wildtyp von P. curvatum AW02 zur Lipaseproduktion ein nicht konkurrenzfähiges 
System darstellt. In dem System liegt aber das Potential zur kosteneffizienten Produktion von 
Biokatalysatoren und niedermolekularen Stoffwechselprodukten. Dies bedarf weiterer 
fortführender Arbeiten, wie zum Beispiel der Entwicklung eines rekombinanten 
Produktionsstammes, welcher unter den gewählten Bedingungen wächst. 
Der Einsatz eines anerkannten GRAS Mikroorganismus, der mit einem entsprechenden 
Expressionssystem das identifizierte Lipasegen von P. curvatum AW02 trägt, wäre ein 
interessanter Ansatzpunkt für weiteren Untersuchungen. Dabei könnte eine nachfolgende 
intensive Charakterisierung des Enzyms gegenüber verschiedenen Substraten sehr interessant 
für die pharmakologische und medizinische Anwendung sein.  
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Nur wenig ist über die Wechselwirkung von Proteinen mit pilzlicher Zellwand bekannt. Ein 
weiterer wissenschaftlicher Ausblick wäre daher die Untersuchung der Bindung der Lipase an 
die Zellwand von P. curvatum AW02. Da verschiedene Chemikalien und auch der 
enzymatische Abbau der Zellwand die Lipase nicht freisetzen konnten, wären eine 
strukturelle Analyse des Enzyms sowie ein definierter enzymatischer Abbau des 
zellwandgebundenen Enzyms mit anschließender Massenspektroskopie aufschlussreich. 
Interessant wäre die Isolierung eines Fragments, das eine kovalente Bindung zwischen einem 
Glucan der Zellwand und einer Aminosäure der Lipase aufweist. 
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4. Wasserfreie Immobilisierung von Enzymen  
auf chemisch variablen Oberflächen  
ohne Funktionalisierung des Trägers oder der Enzyme 
 
4.1 Immobilisierungsmethoden im Überblick 
 
Enzyme haben neben den oben ausgeführten Vorteilen auch Nachteile in ihrer Anwendung. 
Sie verfügen über eine geringe Stabilität bei thermischer, mechanischer oder chemischer 
Belastung. Eine Langzeitprozessführung sowie die Wiederverwendung des Enzyms sind nicht 
möglich. Auch ein verbessertes Reaktordesign, wie zum Beispiel Festbett- oder 
Membranreaktoren, können eine Stabilisierung von Enzymen gegenüber mechanischen 
Kräften nicht vollständig umsetzen (Ansorge-Schuhmacher und Thum, 2011). Um dies zu 
kompensieren, ist Immobilisierung eine Methode der Wahl. Folgende Vorteile sprechen für 
eine Fixierung von Enzymen: I) verbesserte Stabilität, II) einfache Trennung des Enzyms vom 
Produkt, III) Wiederverwendung des kostenintensiven Enzyms sowie IV) eine verbesserte 
Prozesskontrolle (Sheldon, 2007; Cao, 2005). Die Immobilisierung von Enzymen schlägt sich 
zuerst auf die Herstellungskosten des Präparates nieder und kann so eine Barriere für die 
Anwendung von immobilisierten Enzymen im industriellen Maßstab werden. Sieht man aber 
die kontinuierliche oder über mehrere Zyklen laufende Anwendung, senkt dies die 
Enzymkosten/kg Produkt. Ein Beispiel dafür ist die kontinuierliche Anwendung 
immobilisierter Candida antarctica Lipase, welche für die Herstellung von Biodiesel aus 
Pflanzenöl im Labormaßstab eingesetzt wurde. Es konnte gezeigt werden, dass das Enzym 
über 70 Zyklen (Dauer: 105 Tage) im Satzverfahren der Biodieselherstellung ohne 
signifikanten Aktivitätsverlust stabil war (Watanabe et al., 2000). Des Weiteren entfällt die 
Schwierigkeit ein gelöstes Enzym vom Produkt zu trennen, was die Aufreinigungskosten 
senken kann (Tischer und Kasche, 1999).  
Eine Fülle von Methoden zur Immobilisierung von Proteinen wird genutzt. Diese können 
nach verschiedenen Gesichtspunkten eingeteilt werden, z.B. nach reversibler/irreversibler 
Fixierung, Anwesenheit/Abwesenheit von Trägermaterialien oder grundlegenden 
Bindungseigenschaften, wie ionischen, physikalischen oder kovalenten Wechselwirkungen. 
Tabelle 4.1 gibt einen Überblick über die fünf am häufigsten genutzten 
Immobilisierungsmethoden in Industrie und im Labormaßstab mit einigen prominenten 
Beispielen (Hanefeld et al., 2008; Sheldon, 2007; Brena und Batista-Viera, 2006; Fernandes, 
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2010). Häufig werden auch Kombinationen der einzelnen Methoden genutzt, um eine 
optimale Aktivität und Selektivität sowie eine gute Verteilung auf der Oberfläche oder im 
Medium zu erreichen, um nur einige Kriterien zu nennen.  
Viele verschiedene Einflussfaktoren müssen in Betracht gezogen werden, wenn ein Enzym 
immobilisiert eingesetzt werden soll, so dass die Entwicklungsphase oft ein langwieriger, 
kosten- und arbeitsintensiver Prozess ist. Ein hohes Ziel ist eine Universalmethode, aber 
schon die Erstellung allgemeingültiger Richtlinien für eine optimale Immobilisierung ist eine 
Herausforderung (Cantone et al., 2013; Cao, 2005). 
Eine interessante Gruppe der Immobilisierungsverfahren ist die Verkapselung oder der 
Einschluss (Tabelle 4.1, Nummer 5). Dabei werden Enzyme entweder in ein strukturiertes 
Netzwerk aus Makromolekülen oder in eine Polymermembran eingeschlossen (Spahn und 
Minteer, 2008). Verschiedenste Materialien können für diesen Einschluss genutzt werden. 
Meist werden ungesättigte Monomere mit ihren Co- Monomeren gemischt und eine 
chemische oder physikalische Vernetzung ausgelöst. Der Träger wird somit simultan zur 
Immobilisierung geschaffen. Dabei können Materialien natürlicher Quellen, wie Zellulose 
oder Alginate aber auch synthetische Stoffe, wie Polymerharze und anorganische Materialien 
genutzt werden. Ein positiver Aspekt ist die oft einfache Anpassung der geometrischen 
Struktur des Immobilisats an die Reaktoreigenschaften, die den Biokatalysator schonenden 
Immobilisierungsbedingungen und damit eine erhöhte Aktivitätsregeneration sowie die 
Schaffung einer Mikroumgebung, welche sich positiv auf die Aktivität des Enzyms auswirkt. 
Als negativ ist die Limitierung des Substrat- und Produkttransportes durch Diffusion zu sehen 
(Cao, 2005). 
Polymerharze werden bei Einschlussverfahren für die Immobilisierung von Enzymen und 
Zellen genutzt. Bekannt sind dafür Epoxid- Harze (Klein und Kressdorf, 1982; Henrik, 1994), 
Polystyrole (Yan et al., 2012), und Methacryl (Mateo et al., 2000), um nur einige zu nennen. 
Wird ein Harz für die Immobilisierung gewählt, müssen die physikalischen (Porengröße, 
Quellverhalten oder mechanische Stabilität) und chemischen (positive und negative 
Ladungen, funktionelle Gruppen) Eigenschaften in Betracht gezogen werden (Cao, 2005). 
Meist werden Enzyme nach der Polymerisation auf und in dem Trägermaterial immobilisiert 
(Miltec et al., 2011). Eine simultane Immobilisierung während der Synthese des Polymers 
wurde nur in einigen wenigen Fällen durchgeführt (Klein und Kressdorf, 1982; Henrik et al., 
1994).  
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Epoxid-Harze sind engmaschig vernetzt und weisen eine gute thermische und mechanische 
Beständigkeit auf. Sie eignen sich sehr gut zur Beschichtung verschiedener Materialien mit 
beliebiger Form. Charakteristische Unterschiede zwischen verschiedenen Epoxid-Harzen 
hängen von den verwendeten Epoxid-Harz Vorstufen, der chemischen Komponente, welche 
zur Vernetzung genutzt wird sowie bestimmten Füllstoffen ab. „Normalharze“ werden meist 
aus Bisphenol A und Epichlorhydrin hergestellt. Bei der sogenannten Kalthärtung 
(Vernetzung) bei Raumtemperatur und Normaldruck reagiert die endständige Epoxid-Gruppe 
mit Verbindungen, welche reaktionsfähige Wasserstoffatome im Molekül enthalten, zum 
Beispiel mehrwertige aliphatische oder aromatische Amine (Gnauck und Fründt, 1991).  
 
Polyester-Harze gehören ebenfalls wie Epoxid-Harze zur Kunststoffgruppe der Duroplaste.  
Lineare, ungesättigte Polyester werden mit organischen Peroxiden als Härter (z.B. 
Benzoylperoxid) versetzt, welche die Polymerisation starten. Werden Beschleuniger (z.B. 
Dimethylanilin) dazu gegeben, kann diese Reaktion auch bei Raumtemperatur durchgeführt 
werden. Als Brücken zwischen den Polyesterketten dienen zwei bis drei Styrolmoleküle, 
welche die Netzwerkstruktur ausbilden (Gnauck und Fründt, 1991). 
 
Aus der Fülle an Immobilisierungsmethoden ergab sich das Ziel, ein kostengünstiges, in der 
Handlungsweise generalisiertes und auf unterschiedlichste Enzyme anwendbares 
Immobilisierungsverfahren zu entwickeln. Von besonderem Interesse war die Aktivität pro 
Fläche im Vergleich zu bekannten Immobilisierungsmethoden.  
Als Modellenzym sollte die bekannte und gut untersuchte Thermomyces lanuginosus Lipase 
genutzt werden. Diese Lipase ist als einfach und robust bekannt, was durch zusätzliche 
biochemische Untersuchungen bestätigt werden sollte. Ein in seinen biochemischen 
Eigenschaften weitaus komplexeres Enzym, die Threonin Aldolase von Ashbya gossypii, 
sollte eine breitere Anwendbareit des neu entwickelten Immobilisierungssystems bestätigen. 
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4.2 Charakterisierung der rekombinanten Thermomyces lanuginosus Lipase 
 
Die rekombinante T. lanuginosus Lipase (TLL) wurde als Lipasepräparat „Typ 
NOVAREKO“ von der Nova Biotech Dr. Fechter GmbH (Berlin, Deutschland) bezogen. Laut 
Herstellerangaben wurde diese Lipase rekombinant in A. oryzae produziert. Das Präparat lag 
in wässriger Lösung, stabilisiert durch 8 % Propylenglykol und circa 13,5 % 
Polyethylenglykol, vor. Die TLL gehört zu den Enzymen, die sowohl kinetisch als auch 
biochemisch am besten untersucht wurden (Fernandez-Lafuente, 2010). Da der 
Expressionsorganismus (A. oryzae) in vielen Fällen eine Auswirkung auf die 
posttranslationale Modifikation des Enzyms hat, war eine Charakterisierung des Produktes für 
die weitere Nutzung der T. lanuginosus Lipase wichtig.  
Die molekulare Masse wurde mittels denaturierender SDS Polyacrylamid Gel Elektrophorese 
(SDS PAGE) ermittelt und ergab 34 kDa, was vergleichbar mit Literaturwerten ist (Omar et 
al., 1987). Die Reinheit der Enzymlösung wurde mit ca. 90 % für die Haupt-Proteinbande 
abgeschätzt (Ergebnisse nicht dargestellt).  
Native isoelektrische Fokussierung (IEF) mit nachfolgender Färbung mit Coomassie Brilliant 
Blau ergab multiple Banden zwischen pI 4,2 und pI 4,8, wobei zwei Hauptbanden bei pI 4,2 
und 4,4 sichtbar wurden (Abbildung 4.1A). Parallele IEF mit nachfolgender Esterase 
Aktivitätsfärbung bestätigte die beiden Hauptbanden als esterolytische Enzyme (Abbildung 
4.1B).  
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Abbildung 4.1: Bestimmung des pI des rekombinanten Thermomyces lanuginosus Lipasepräparates sowie 
Aktivitätsfärbung. Isoelektrische Fokussierung (IEF) wurde unter Verwendung von Ampholyten im Bereich 
pH 3- 5 durchgeführt. A: Das Coomassie Brilliant Blau angefärbte Gel zeigt für die T. lanuginosus Lipase (TLL) 
multiple Banden zwischen pI 4,2 und 4,8. B: Im Parallelgel wurde eine Aktivitätsfärbung genutzt, wobei zwei 
Hauptbanden bei pI 4,2 and 4,4 abgeschätzt wurden, welche α-Naphtol-Acetat hydrolysieren. Standards (pI): 
Rinderserum Albumin (BSA) (5,0), Humanes Hämoglobin C (7,5), Humanes Hämoglobin A (7,1), Myoglobin 
vom Pferd (6,8; 7,0), Carbonic Anhydrase vom Rind (6,0), β-Lactoglobulin B (5,1), Phycocyanin (4,45; 4,65; 
4,75). Die aufgetragene Proteinmenge wurde mittels Bradford Assay bestimmt. Die aufgebrachte Lipaseaktivität 
wurde mittels p-Nitrophenyl-Palmitat Assay bestimmt. Ein mU entspricht 0,2 µg Protein. 
 
Eine Aufreinigung der TLL mittels „Fast Protein Liquid Chromatography“ (FPLC) mit dem 
Anionenaustauscher Q Sepharose wurde durchgeführt (Ergebnisse nicht als Abbildung 
dargestellt). Die Elution wurde mittels UV Spektroskopie bei 280 nm verfolgt. Zwei 
Hauptelutionsspitzen, welche mittels p- Nitrophenyl-Palmitat-Assay nachgewiesene 
esterolytische Aktivität enthielten, wurden detektiert. Somit stimmen die Ergebnisse aus der 
Aktivitätsfärbung nach IEF mit der Auftrennung durch FPLC überein. Es existieren zwei 
Enzyme, die sich in ihrer Nettoladung unterscheiden. Die aufgereinigten Enzymfraktionen 
zeigten eine Reinheit von 95 % in der SDS PAGE (Ergebnisse nicht als Abbildung 
dargestellt). 
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Die Quartärstruktur der aufgereinigten TLL wurde mittels Größenausschluss- 
Chromatographie  mit einer Sepharose G-100 Säule analysiert (Abbildung 4.2). Die Elution 
wurde vergleichend mit Standards durchgeführt, um die molekulare Masse der 
Proteinfraktionen abzuschätzen. Klar erkennbar ist ein monomeres Enzym mit einer 
molekularen Masse von 36 kDa unter den gewählten Bedingungen. Frühere Experimente 
ergaben verschiedene Ergebnisse zur Quartärstruktur der TLL. Omar et al. (1987) gehen mit 
den vorliegenden Ergebnissen eines monomeren Enzyms einher, wobei Palamo et al. (2002) 
eine Dimerisierung der TLL zeigten. Anzumerken ist, dass letztere Autoren andere 
experimentelle Grundlagen wählten. 
Abbildung 4.2: Ermittlung der aktiven Quartärstruktur der Thermomyces lanuginosus Lipase durch 
Größenausschlusschromatographie. Die Fraktionen des Größenausschlusses der T. lanuginosus Lipase (TLL) 
Präparates wurden mittels UV Spektroskopie (E: Extinktion) bei 280 nm (▲) analysiert. Die Hauptfraktion der 
Lipaseaktivität (∆) stimmt mir der Hauptfraktion der Proteinmenge überein. Einschub: Kalibriergerade der Säule 
mit Standard Molekülen (●) in einer separaten Durchführung lässt eine Berechnung der molekularen Masse der 
TLL (○) von 36 kDa zu. Standards: Rinderserum Albumin (69 kDa), Carboanhydrase (28,8 kDa), und 
Cytochrom c (12,4 kDa). 
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Es konnte gezeigt werden, dass die rekombinante TLL mit einer molekularen Masse von      
34 kDa aus zwei nativen Enzymen mit unterschiedlicher Nettoladung besteht. 
Posttranslationale Modifikationen durch den Wirtsorganismus könnten zu den Unterschieden 
in der Ladung der beiden Enzymvarianten geführt haben. Um dies zu klären, wäre ein 
enzymatischer Verdau der Glykosyl-Reste möglich. Die beiden Varianten der TLL sollten 
danach die gleiche Nettoladung aufweisen (Barig et al., 2014). 
 
4.3 Wasserfreies Einschlussverfahren zur Immobilisierung von Enzymen 
 
Aus den Erfahrungen, die mit den gut untersuchten und schon in industrieller Anwendung 
befindlichen Immobilisierungsmethoden gemacht wurden, entstand die Idee für ein neues, 
einfaches und robustes Immobilisierungsverfahren, welches auf der Grundlage eines 
wasserfreien Einschlusses in ein Polymerharz erfolgt.  
Dafür wurden zwei gängige Polymerharze, Epoxid- und Polyester-Harz, mit verschiedenen 
lyophilisierten Enzympräparationen gemischt und auf eine Oberfläche aufgetragen oder das 
streufähige Material auf einer Schicht Polymerharz verteilt.  
Abbildung 4.3 zeigt, dass die Bereitstellung von vier Enzympräparationen durchgeführt 
wurde. Drei dieser Enzympräparationen wurden vor der Weiterverarbeitung lyophilisiert. 
Dazu gehören das Präparat mit den freien Enzymen sowie die vor-immobilisierten, welche 
entweder adsorbiert an Octylsepharose oder als „Cross Linked Enzyme Aggregates“ (CLEAs) 
vorlagen. Eine weitere Möglichkeit war die Suspension des Enzyms in einem organischen 
Lösungsmittel, wie zum Beispiel Aceton.  
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Abbildung 4.3: Wasserfreie Enzympräparationen zur Mischung mit einem Polymerharz. Vier 
verschiedene Möglichkeiten zur Herstellung eines in der wasserfreien Immobilisierung einsetzbaren 
Enzympräparates wurden angewendet. Drei Methoden führten zu streufähigen, trockenen Materialien, welche 
nach der Lyophilisierung mit dem Polymerharz gemischt wurden. Entweder wurde freies Enzym lyophilisiert 
oder vor-immobilisierte Präparate durch Adsorption an Octylsepharose oder durch Vernetzen von 
Enzympräzipitaten durch Glutaraldehyd hergestellt. Die vierte Methode führte zu suspendierten 
Enzympräzipitaten in organischen Lösungsmitteln, z.B. Aceton, welche mit dem Polymerharz mischbar sind. 
 
Die Enzympräparationen wurden mit den Monomeren der Harze gemischt und in 
unterschiedlichen Beschichtungsarten auf Oberflächen aufgebracht. Die Polymerisierung 
erfolgte simultan zur Immobilisierung.  
Abbildung 4.4 gibt einen Überblick über drei von vier möglichen Aufbringungsarten des 
Enzym-Harzgemisches auf einen festen, trockenen Träger: Beschichtung durch „Einbetten“ 
ohne oder mit mechanischer Nachbehandlung sowie „Streuen“ auf eine Epoxid-Schicht. Die 
vierte Aufbringungsart beinhaltete die Fällung und Suspension der Enzyme in einem 
organischen Lösungsmittel wie in Abbildung 4.3 dargestellt. Nachfolgend wird diese 
Mischung mit dem Polymerharz vermengt und im Verfahren „Sprühen“ auf die Oberfläche 
aufgebracht. Dabei entsteht eine sehr dünne Schicht, welche die Oberfläche benetzt. 
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Abbildung 4.4: Mögliche Beschichtungsarten der wasserfreien Immobilisierung. Lyophilisierte, freie 
Enzyme sowie in einem ersten Immobilisierungsschritt fixierte Enzyme können mit drei unterschiedlichen 
Verfahren auf einer Oberfläche aufgebracht werden. A: „Einbetten“: eine Mischung aus Enzym-Harz wird auf 
eine Oberfläche gestrichen. B: „Abschleifen“: das gewonnene Präparat aus A wird nach der Polymerisierung 
mechanisch weiter behandelt. C: „Streuen“: auf eine Polymerharzschicht wird eine zweite Schicht Enzym 
gestreut.  
 
4.3.1 Thermomyces lanuginosus Lipase im wasserfreien Einschlussverfahren 
 
Methoden 
 
Zwei verschiedene Materialien, 1x1cm große Stahlplättchen und Polyestergewebe, wurden als 
Beschichtungsträger zur Immobilisierung der TLL im wasserfreien Einschlussverfahren 
genutzt. Als Einschlussmaterial wurde entweder Epoxid-Harz oder Polyester-Harz genutzt. 
Jede der vier beschriebenen Enzympräparationen (Abbildung 4.3) wurde dabei mit der 
entsprechenden Beschichtungsart auf die Trägermaterialien aufgebracht. Nach der 
Polymerisation wurden die Lipaseaktivitäten gegenüber p-Nitrophenyl-Palmitat (pNPPalm) 
bestimmt. In einigen Fällen wurde die Aktivität zusätzlich gegenüber dem artifiziellen 
kurzkettigen Substrat p-Nitrophenyl-Propionat (pNPProp) und dem natürlichen Substrat 
Rapsöl bestimmt. Um einen Vergleich mit einem konventionellen Immobilisierungsverfahren, 
z.B. kovalente Immobilisierung auf amino-funktionalisierten Oberflächen, zu ziehen, wurden 
die Aktivitäten in U/cm² beschichteter Oberfläche angegeben. Wenn ein Bezug zur Menge an 
immobilisiertem Protein möglich war, wurde dies in den entsprechenden Tabellen dargestellt. 
Im Folgenden werden die Ergebnisse der verschiedenen Beschichtungsarten mit den 
entsprechenden Enzympräparationen der TLL aufgezeigt. 
 
4. Immobilisierung                                                                                                                    53 
 
„Einbetten“ und „Abschleifen“  
 
Als Modell wurden 1 x 1 cm große Stahlplättchen genutzt, welche als Träger für das Enzym/ 
Polymerharzgemisch dienten. Die robuste Lipase von T. lanuginosus wurde im Verfahren 
„Einbetten“ und „Abschleifen“ auf die Oberfläche als lyophilisiertes freies oder als 
lyophilisiertes CLEA Präparat aufgebracht. Die aufgetragenen Proteinmengen pro 
Metallplättchen variierten zwischen 3 und 10 mg. Tabelle 4.2 stellt vergleichend die 
Lipaseaktivitäten gegenüber pNPPalm zwischen den in wässriger Lösung vorliegenden 
Enzympräparaten und den im wasserfreien Einschlussverfahren „Einbetten“ mittels Epoxid-
Harz immobilisierten Präparationen dar. Als Bezugsgröße diente die Proteinmenge. 
Erkennbar ist, dass es durch die Immobilisierung bei beiden Enzympräparationen zu einem 
Aktivitätsverlust um circa 99 % kommt. Die rigide Struktur im Polymerbett sowie eine 
Limitierung der Substratdiffusion könnten Gründe für die Senkung der spezifischen Aktivität 
sein. 
 
Tabelle 4.2: Aktivitäten der freien oder „Cross Linked“ Thermomyces lanuginosus Lipase in wässriger 
Lösung sowie immobilisiert mittels wasserfreiem Einschlussverfahren. Lipaseaktivitäten wurden gegenüber 
p-Nitrophenyl-Palmitat bestimmt. Vergleichend sind die freie T. lanuginosus Lipase (TLL) in wässriger Lösung 
und dessen wasserfreier Einschluss in Epoxid-Harz sowie die TLL CLEA Präparation und dessen wasserfreier 
Einschluss in Epoxid-Harz dargestellt. 
Aktivität mU/mg 
Freie TLL „Cross Linked“ TLL 
In wässriger Lösung 
Wasserfreier 
Einschluss 
In wässriger Lösung 
Wasserfreier 
Einschluss 
2.500 24 96 0,5 
 
Zwei unterschiedliche Polymerharze auf Grundlage von Epoxid oder Polyester wurden für die 
wasserfreie Immobilisierung genutzt. Tabelle 4.3 stellt die Lipaseaktivitäten der 
immobilisierten TLL Präparate im Verfahren „Einbetten“ und „Abschleifen“ gegenüber 
verschiedenen Substraten dar. Werden Vergleiche zwischen dem Verfahren „Einbetten“ und 
„Abschleifen“ gezogen, zeigt sich, dass die Lipaseaktivität nach der mechanischen 
Behandlung in fünf von sechs Fällen ansteigt. Vergleicht man die beiden Enzympräparationen 
lyophilisierte freie und „Cross Linked“ TLL ist erkennbar, dass die Aktivität bei den freien 
Enzymen sehr viel höher liegt.  
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Wird zum Beispiel das Substrat pNPPalm betrachtet, liegt die Lipaseaktivität eine 
Größenordnung höher. Zu erklären ist dies durch multiple Faktoren, zum einen die rigide 
Struktur nach dem Vernetzen von TLL, wobei die TLL CLEAs eine Restaktivität von 10 % 
gegenüber pNPPalm zeigen (Tabelle 4.2 sowie Barig et al., 2014, Cao et al., 2000). Zum 
anderen spielt die Limitierung der Diffusion eine Rolle, innen liegende Enzymmoleküle des 
Proteinnetzwerkes sind nicht gut erreichbar für das Substrat. Der Vorteil eingebetteter CLEAs 
ist eine zusätzliche Stabilisierung der vernetzten Proteinpräzipitate sowie ein geringerer 
Verlust von Enzymen in das Reaktionsmedium durch mechanische Belastung. Das 
zusätzliche „Einbetten“ kann aber zu einem höheren Aktivitätsverlust führen, wie von Wilson 
et al. (2004) für die Penicillin G Acylase gezeigt wurde. Bei der Einbettung von TLL CLEAs 
zeigt sich, dass Polyester ein geeigneteres Polymerharz ist, da selbst bei dem Substrat Rapsöl 
Aktivität nachgewiesen werden konnte. Vergleicht man freie lyophilisierte Lipase in beiden 
Harzen, kann kein signifikanter Unterschied festgestellt werden. Zusätzlich wurde ein 
gängiges Immobilisierungsverfahren mit der TLL durchgeführt. Dabei diente eine amino-
funktionalisierte Oberfläche als Träger zur Fixierung von TLL durch Glutaraldehyd. Die 
Aktivität gegenüber pNPPalm war um eine Größenordnung kleiner als die der neuen 
Immobilisierungsmethode auf Grundlage des wasserfreien Einschlusses. Ein Grund dafür 
könnte die erhöhte Proteinladung auf der Oberfläche durch das neue Verfahren sein. 
 
Tabelle 4.3: Flächenbezogene Aktivität nach Immobilisierung auf Stahlplättchen. Gefriergetrocknete freie 
oder „Cross Linked“ T. lanuginosus Lipase (TLL) wurde durch das wasserfreie Einschlussverfahren entweder 
mit Epoxid- oder Polyester-Harz immobilisiert. Zwei verschiedene Methoden des Einschlusses: „Einbetten“ und 
„Abschleifen“ wurden angewandt. Zwei verschiedene Lipase-Assay Systeme wurden genutzt, ein 
spektrophotometrischer Assay mit p-Nitrophenyl-Propionate (pNPProp) oder p-Nitrophenyl-Palmitat (pNPPalm) 
als Substrat und ein titrimetrisches Assaysystem mit Rapsöl als Substrat. Aktivitäten wurden von zwei 
unabhängigen Experimenten ermittelt und deren Mittelwerte dargestellt. Als Kontrolle diente eine Standard 
Immobilisierungsmethode, wobei TLL auf einer Amino-funktionalisierten Oberfläche immobilisiert wurde. 
Diese wurde mittels pNPPalm Assay analysiert und ergab eine Aktivität von *4,2 mU/cm².  
 
Substrat 
Nachbehandlung 
im Polymerharz 
Freie T. lanuginosus Lipase 
[mU/cm²] 
“Cross Linked” T. lanuginosus 
Lipaseaggregate 
[mU/cm²] 
Epoxid- 
Harz 
Polyester- 
 Harz 
Epoxid-  
Harz 
Polyester-  
Harz 
pNPPalm* 
“Einbetten” 250 560 20 30 
“Abschleifen” 1200 640 33 14 
pNPProp 
“Einbetten” 31 46 < 0,1 7 
“Abschleifen” 44 66 6 2,4 
Rapsöl 
“Einbetten”    170 830 <1 10 
“Abschleifen” 260 60 <1 3 
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„Streuen“ 
 
In einem ersten Immobilisierungsschritt wurde die TLL entweder adsorptiv an Octyl-
sepharose Kügelchen gebunden oder durch die Herstellung von CLEAs immobilisiert. Diese 
Präparate wurden lyophilisiert und in einem zweiten Immobilisierungsschritt mittels der 
Methode „Streuen“ auf ein mit Epoxid-Harz beschichtetes Polyestergewebe gegeben. Nach 
der Polymerisation konnten diese Gewebe auf Lipaseaktivität mittels pNPPalm Assay getestet 
werden. Dieses zweistufige kombinierte Verfahren, welches den wasserfreien Einschluss der 
TLL beinhaltet, zeigte vergleichend mit einer gängigen Immobilisierungsmethode 
Aktivitäten, die um eine Größenordnung höher liegen (Tabelle 4.4). Ein Grund für die höhere 
Aktivität pro Fläche könnte wiederum eine höhere Proteinladung sein. 
 
Tabelle 4.4: Spezifische und flächenbezogene Aktivität nach zweistufiger Immobilisierung von T. 
lanuginosus Lipase auf Polyestergewebe. Durch Adsorption an Octylsepharose gebundene oder “cross linked” 
T. lanuginosus Lipase (TLL) wurde in einem zweiten Immobilisierungsschritt mittels wasserfreiem 
Einschlussverfahren auf einem Polyestergewebe fixiert. Dabei wurde Epoxid-Harz aufgetragen und die 
Enzympräparationen darüber gestreut. Die Aktivitäten pro Menge immobilisiertem Enzym oder pro Oberfläche 
wurden mittels p-Nitrophenyl-Palmitat Assay bestimmt. Als Vergleich wurde freie TLL (spezifische Aktivität: 5 
U/mg Protein) mittels Adsorption auf dem Polyestergewebe immobilisiert. n.b.- nicht bestimmt 
 
1. Stufe der 
Immobilisierung 
2. Stufe der 
Immobilisierung 
Aktivität 
  
Nach 1. 
Stufe der Immob. 
[mU/mg Protein] 
Nach 2. Stufe der Immob. 
[mU/mg Protein]  
[mU/cm²] 
Octyl- 
sepharose 
Wasserfreier 
Einschluss 
„Streuen“ 
 11 
5,8 
5,5 
CLEAs 
Wasserfreier 
Einschluss 
„Streuen“ 
110 
34 
6,8 
- 
Adsorption  
auf 
Polyestergewebe 
entfällt 
       n.b. 
0,9 
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 „Sprühen“ 
 
Das vierte Enzympräparationsverfahren startet mit der Suspension des Enzyms in einem 
organischen Lösungsmittel, welches mischbar mit dem Polymerharz ist. Durch das 
„Sprühen“- Verfahren wird eine dünne Schicht aus Enzym/Polymer auf dem Trägermaterial 
aufgebracht. Es wurden 1 x 1 cm große Stahlplättchen für diese Versuche genutzt, wobei 
unterschiedliche Mengen an Enzym mit dem Epoxid-Harz gemischt wurden. Die 
Enzymaktivitäten wurden mittels pNPPalm Assay bestimmt (Tabelle 4.5).  
Die Lipaseaktivitäten sind vergleichbar mit den flächenbezogenen Aktivitäten aus dem 
Verfahren „Einbetten“ und „Abschleifen“ aus Tabelle 4.3. Eine Steigerung der Enzymmenge 
bis 0,16 mg lässt die Lipaseaktivität entsprechend steigen. Oberhalb dieser Menge an TLL 
stagniert die Enzymaktivität. Vergleicht man nun die spezifische Enzymaktivität des 
Verfahrens „Einbetten“ mit freier, lyophilisierter TLL (24 mU/mg) mit der maximalen 
spezifischen Aktivität aus dem Verfahren „Sprühen“ (780 mU/mg), kann angenommen 
werden, dass ein höherer Anteil des eingesetzten Proteins im Verfahren „Sprühen“ aktiv ist. 
Da in beiden Verfahren die Oberflächenaktivität in der gleichen Größenordnung liegt, könnte 
eine Sättigung der Oberfläche mit TLL angenommen werden. Dies müsste durch eine Reihe 
von definierten Enzymmengen pro Stahlplättchen und der entsprechenden 
Aktivitätsbestimmung nachgewiesen werden. Eine Bestimmung der aktiven Lipasemoleküle 
pro Oberfläche wäre eine weitere Möglichkeit, um die maximale Beladung mit aktivem 
Enzym gegenüber der Gesamtproteinmenge zu ermitteln (Perrson et al., 2002). 
 
Tabelle 4.5: Lipaseaktivitäten der mittels „Sprühen“ im wasserfreien Einschluss-Verfahren 
immobilisierten Thermomyces lanuginosus Lipase. Verschiedene Mengen der T. lanuginosus Lipase (TLL), 
welche in Suspension mit Aceton vorliegen, wurden mit Epoxid-Harz vermischt und auf ein Stahlplättchen 
gesprüht. Aktivitäten gegenüber p-Nitrophenyl-Palmitat (pNPPalm) wurden auf die Oberfläche sowie Menge an 
Protein bezogen. 
 pNPPalm Aktivität 
Berechnete Menge an TLL 
auf Stahlplättchen  
(1 cm x 1 cm) 
[mg] 
[mU/cm²] [mU/mg TLL] 
0,04 21 500 
0,16 120 780 
0,22 100 470 
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4.3.2 Ashbya gossypii Threonin Aldolase im wasserfreien Einschlussverfahren 
 
Threonin Aldolasen (TA) gehören zur Klasse der Lyasen und knüpfen bzw. spalten C-C 
Bindungen. Physiologisch katalysiert dieses Enzym die Spaltung von L-Threonin zu Glycin 
und Acetaldehyd sowie die stereospezifische Rückreaktion, dabei ist es abhängig von 
Pyridoxal-5-phosphat (Dückers et al., 2010).  Industriell sind TA besonders intersessant für 
die Produktion von β- Hydroxy- α- Aminosäuren (L- Threonin, L- Serin and 3- 
Hydroxyprolin), die Vorstufen für aktive pharmazeutische  Substanzen sind (z.B. Anti- 
Krebsmedikamente, Antibiotika und Immunsuppressoren); (Steinreiber et al., 2007).   
In vorhergehenden Arbeiten wurde das GLY1 Gen aus A. gossypii, welches für die Threonin 
Aldolase kodiert, in einen E. coli Expressionsvektor kloniert, das Bakterium mit dem Plasmid 
transformiert und die TA exprimiert. Die rekombinant hergestellte TA wurde biochemisch 
untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass das Enzym eine molekulare Masse von 43 kDa 
aufweist und unter nativen Bedingungen als Homotetramer aktiv ist. Weiterhin ist die aktive 
TA vom Co-Faktor Pyridoxal-5-phosphat abhängig (Barig et al., 2014).  
Dieses im Vergleich zur TLL komplexere Enzym wurde im wasserfreien Einschluss- 
Verfahren „Einbetten“ und „Abschleifen“ mit Epoxid-Harz immobilisiert (Tabelle 4.6). Dabei 
wurde freie lyophilisierte TA mit dem Polymerharz gemischt und auf 1 cm² große 
Stahlplättchen aufgetragen. Nach Polymerisation wurde die Enzymaktivität mittels DL-threo-
β-Phenylserin, einem Substratanalogon, bestimmt. Eine Freisetzung von Benzaldehyd bei 280 
nm konnte detektiert werden, was bestätigte, dass die Immobilisierung und Herstellung 
aktiver TA Reaktionseinheiten erfolgreich war (Barig et al., 2014). 
 
 
Tabelle 4.6: Immobilisierung der Ashbya gossypii Threonin Aldolase im wasserfreien Einschluss- 
Verfahren. Zwei Beschichtungsverfahren „Einbetten“ und „Abschleifen“ wurden im wasserfreien 
Einschlussverfahren mit Epoxid-Harz für die Threonine Aldolase (TA) angewandt. Enzymaktivität wurde mittels 
Freisetzung von Benzaldehyd bei 280 nm nach Spaltung des Substratanalogons  DL-threo-β-Phenylserin 
bestimmt. 1 U entspricht der Menge TA, die nötig ist, um 1 µmol Benzaldehyd pro Minute freizusetzen. 
 
Aktivität 
[mU/cm²] 
 Versuch a Versuch b 
„Einbetten“ 83 98  
„Abschleifen“ 12 113  
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4.4 Schlussfolgerung und Ausblick 
 
Ein neues Immobilisierungsverfahren auf Grundlage eines wasserfreien Enzym-Einschlusses 
konnte etabliert werden. Das Konzept, lyophilisierte oder in organischer Suspension 
befindliche Enzympräparate mit einem Polymerharz zu mischen, die Polymerisation 
auszulösen und verschiedene chemische Oberflächen zu beschichten, wurde mittels TLL 
bestätigt. Dabei wurden vier verschiedene wasserfreie Enzympräparationen mit Epoxid-Harz 
gemischt, polymerisiert und deren Enzymaktivität ermittelt. Diese Lipaseaktivitäten können 
mit Standardimmobilisierungsverfahren konkurrieren. Ein zweites Polymerharz auf Basis von 
Polyester ist für die Verfahren „Einbetten“ und „Abschleifen“ einsetzbar. Die Anwendung auf 
ein weiteres, in seiner Komplexität zweifach höheres Enzym, die TA (Homotetramer statt 
Monomer und Co- Faktor abhängig anstatt unabhängig), wurde erfolgreich durchgeführt. 
Somit konnte ein robustes System entwickelt werden, welches die Anforderung an das 
Enzym, Aktivität nach Lyophilisierung und/ oder Suspension im organischen Lösungsmittel 
zu haben, stellt. In dem System stellt das verwendete Polymerharz den Enzymträger dar, 
wobei eine Haftung an verschiedene Oberflächen vermittelt wird.  
Eine Beschreibung der physikalischen und chemischen Eigenschaften des Enzym/Polymer-
Komplexes sowie das Verhalten bei Langzeitprozessführungen stehen noch aus. 
Physikalische Eigenschaften beziehen sich zum Beispiel auf das Quellverhalten des Harzes in 
wässrigen Lösungen. In anderen Studien konnte gezeigt werden, dass Epoxid-Harze Wasser 
absorbieren, was dem Enzym ein mikrohydrophiles Milieu zur besseren katalytischen 
Aktivität zur Verfügung stellen würde (Zhou und Lucas, 1999). Die Porengröße der 
Polymerharze sowie deren Einfluss auf Diffusion der Substrate sowie Aktivität der Enzyme, 
wäre ein weiterer Ansatzpunkt für Folgestudien (Miltéc et al., 2011). 
Bei der Untersuchung der chemischen Eigenschaften des Enzym/Polymerharz-Komplexes 
könnte die Art der Immobilisierung näher betrachtet werden. Es wird davon ausgegangen, 
dass es sich bei der Immobilisierung um einen Einschluss oder ein sogenanntes Einbetten des 
Enzyms in das entstehende dreidimensionale Netzwerk aus Makromolekülen handelt. Es wäre 
aber auch möglich, dass bei der Additionsreaktion zwischen den Epoxid-Vorstufen und dem 
Härter Amino-, Thiol- oder Phenolgruppen der Aminosäuren mit den Epoxid-Gruppen 
reagieren. Im wässrigen Milieu ist diese Möglichkeit der Reaktion mit dem Biokatalysator 
eher unwahrscheinlich, aber da in der vorliegenden Arbeit in organischen Lösungsmittel und 
Enzympräzipitaten gearbeitet wurde, ist eine kovalente Bindung an die Trägermatrix nicht 
auszuschließen (Mateo et al., 2006).  
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Um die Immobilisierungsmethode zu definieren, wäre eine schrittweise Auflösung der 
Epoxid-Matrix durch spezielle organische Lösungsmittel möglich (Mayor et al., 1961). Die 
Freisetzung von Proteinen könnte mittels SDS-PAGE verfolgt werden.  
Die Stabilität des immobilisierten Präparates in einem Zwei-Phasen (Öl/Wasser) 
Rührreaktoren für die TLL steht noch aus. Ein weiterer Ansatzpunkt wäre die Nutzung 
anderer Polymerharze, welche spezielle funktionelle Eigenschaften (z.B. hydrophil, 
hydrophob) haben. Weitere Enzyme könnten in dem System getestet werden. 
Mit der beschriebenen Methode zum wasserfreien Einschluss von Enzymen ergeben sich 
multiple Anwendungsmöglichkeiten. Die Beschichtung von Netzen oder Gittern, die in 
Reaktorsystemen eingehängt werden, könnten nach der katalytischen Umsetzung entfernt 
werden und würden dadurch die Kosten für eine Trennung von Enzym und Produkt 
minimieren.  
Die relativ dicke Schicht nach „Einbetten“ und „Abschleifen“ könnte als Enzymreservoir 
dienen, die nach Inaktivierung der oberflächlichen Enzyme durch mechanische Behandlung 
aktive Enzyme freisetzt. So würde sich eine neue Immobilisierung erübrigen und die 
Aufarbeitung könnte vor Ort am Reaktorsystem durchgeführt werden. 
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5. Entwicklung eines quantitativen  
Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
5.1 Erschließung lipolytischer Enzyme und deren Aktivitätsbestimmung 
 
Um neue Lipasen mit gewünschten Eigenschaften, wie Aktivität bei niedrigem bzw. hohem 
pH Wert oder einer breiten Temperaturtoleranz, zu isolieren, werden Quellen durchsucht, die 
den zukünftigen Reaktionsbedingungen ähneln, wie zum Beispiel Abfall mit hohen Anteil an 
Fetten, heiße Quellen oder alkalisch bzw. saure Gewässer. Daraus werden Mikroorganismen 
isoliert, welche vorzugsweise Enzyme synthetisieren, die die gesuchten Eigenschaften 
widerspiegeln (Sharma et al., 2001). Ein zusätzlicher Selektionsdruck, wie z.B. Triglyzeride 
als alleinige Kohlenstoff- und Energiequelle oder niedrige bzw. hohe Hydroniumionen 
Konzentrationen bei der Kultivierung unter Laborbedingungen, könnte klassisch 
Mikroorganismen selektieren, welche besonders stabile und aktive Enzyme unter den 
gewählten Kriterien produzieren. Durch konventionelle Mutagenese, wie z.B. UV 
Bestrahlung oder chemische Substanzen könnte das Erbgut so verändert werden, dass Enzyme 
mit spezifischen Eigenschaften synthetisiert werden. Kombiniert mit einem Selektionsdruck 
ist diese Methode bei unbekannten Genomen erfolgreich. Seit den 1980er Jahren werden 
„Protein Engineering“ Methoden genutzt, um durch die Änderung der Struktur von Enzymen 
bestimmte Eigenschaften, wie Substratspezifität und Regioselektivität zu verbessern. Im 
Fokus steht besonders die katalytische Umsetzung von synthetischen Substraten, wie z.B. 
enantiomer-reine Produkte für die Pharmaindustrie. Neuere Methoden nutzen die sogenannte 
„Directed Evolution“. Durch den zufälligen Austausch von Aminosäuren in einem Enzym 
wird eine Vielzahl von Varianten des Biokatalysators generiert. Diese werden in folgenden 
Schritten in Hinsicht auf ihre Stabilität, Substratspezifität und Regioselektivität getestet 
(Bornscheuer et al., 2012). Im Fall der Lipase gibt es für das „Screening“ eine Fülle an 
Protokollen, die sich in ihrem Prinzip der Substratselektion, Sensitivität und Anwendbarkeit 
unterscheiden (Gupta et al., 2003). Abbildung 5.1 gibt eine Übersicht über mögliche 
experimentelle Ansätze (Gupta et al., 2003; Beisson et al., 2000).  
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Abbildung 5.1: Schematische Übersicht über Protokolle zur Analyse lipolytischer Aktivität. Nach Art des 
Nachweis-Verfahrens wurden zwei Hauptgruppen unterschieden: I) Freisetzung von Hydrolyseprodukten und 
deren Detektion und II) Analyse der Änderungen an der Grenzfläche während und nach der Reaktion (Gupta et 
al., 2003; Beisson et al., 2000).  
 
Oft werden bei der Detektion extrazellulärer lipolytischer Enzyme in einem ersten Schritt 
Mikroorganismen auf Petri-Platten-Nachweissystemen aufgebracht. Diese können emulgiertes 
Tributyrin (C4) enthalten (Fakhreddine et al., 1998). Durch die Umsetzung des Substrates 
entstehen wasserlösliche Produkte, wie zum Beispiel Buttersäure, welche in die Umgebung 
diffundieren können. Durch den Abbau der Tributyrintröpfchen kommt es zu einer Klärung 
der Emulsion, die auf Lipaseaktivität hinweist. Da Tributyrin bis 0,8 mM wasserlöslich ist, 
kann es auch zur Detektion von Esterasen im Petri-Platten-Nachweissystem eingesetzt werden 
(Berg et al., 1998). Eine weitere Möglichkeit Lipasen nachzuweisen ist deshalb der Einsatz 
von emulgiertem Triolein (C18) im Medium. Das Hydrolyseprodukt Ölsäure ist nicht 
wasserlöslich, so dass Fluoreszenzfarbstoffe, wie Rhodamin B, die freiwerdenden 
langkettigen Fettsäuren sichtbar machen können (Kouker et al., 1987).  
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Der Zusatz von Farbstoffen, welche auf pH- Änderungen reagieren (Alford und Steinle, 
1967), oder die Zugabe von chromogenen Substanzen auf der Basis von α-Naphtol- oder p-
Nitrophenolestern ist auch möglich (Yeoh et al., 1986). 
Kulturüberstände werden meist mittels chromogener Substanzen, wie p- Nitrophenyl-Palmitat 
(C16) oder p- Nitrophenyl-Propionat (C3), spektrophotometrisch getestet (Jäger et al., 1999). 
Die meistgenutzte Methode ist die Titrimetrie. Dabei werden in einem Emulsionssystem 
Triglyzeride mit Lipasen umgesetzt. Die freiwerdenden Fettsäuren senken den pH-Wert. 
Üblicherweise findet eine kontinuierliche über den Reaktionszeitraum laufende oder 
einmalige Gegentitration nach Abschluss der Reaktion, mit Hydroxidionen statt. Anhand der 
titrierten  Hydroxidionen kann auf die äquimolare Menge an freien Fettsäuren, welche durch 
lipolytische Umsetzung entstanden sind, geschlossen werden. Vorteile der Titrimetrie sind I) 
ein Emulsionssystem, welches Lipaseaktivität an der Grenzfläche bestimmt, II) dass 
verschiedene Triglyzeride, variierend in ihrer Kettenlänge, in dem System eingesetzt werden 
können. Nachteile sind I) die Inhibierung der Lipase bei wasserunlöslichen Produkten, II) der 
pH Wert-abhängige Ionisierungsstatus der freien Fettsäuren, III) eine Zunahme des Volumens 
bei kontinuierlicher Titration sowie Veränderung des pH-Wertes über den Reaktionszeitraum 
bei einer Endpunkt-Titration (Gupta et al., 2003). Mit diesem Lipase-Nachweissystem kann 
die Aktivität sowie die Substratspezifität gegenüber Triglyzeriden mit variablen Kettenlängen 
untersucht werden. Temperatureigenschaften und der Einfluss von positiven und negativen 
Effektoren können ermittelt werden. Allerdings ist jeder einzelne Durchgang sehr 
zeitaufwendig. 
Für die Titrimetrie und die meisten quantitativen Lipase-Nachweisverfahren wird erfahrenes 
Personal und ein gut ausgestattetes Labor benötigt. „Screening“ Methoden in 96-well 
Mikrotiter-Platten für Lipasen sind bekannt, aber werden meist genutzt, um spezielle 
Eigenschaften, wie Enantio- und Stereoselektivität bei Muteinen oder Naturisolaten zu testen 
(Reetz, 2002).  
Methoden, welche Phasengrenzen beinhalten und so „wahre“ Lipaseaktivität detektieren und 
quantifizieren sowie gleichzeitig hohe Probenaufkommen bewältigen können, sind bisher 
nicht bekannt. Eine Möglichkeit, eine Charakterisierung in Hinblick auf pH Optimum oder 
den Einfluss von positiven sowie negativen Effektoren, wie z.B. Gallensalze oder Ionen, 
durchzuführen, wäre vorteilhaft.  
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Aus diesem Anspruch heraus ergab sich das Ziel, aufbauend auf den bestehenden Petri-
Platten-Nachweissystemen, die emulgiertes Tributyrin enthalten, eine weithin einsetzbare und 
einfach zu handhabende Methode zur quantitativen Lipaseaktivitätsbestimmung zu 
entwickeln. Bestehende Systeme sind meist semi-quantitativ einsetzbar, so dass wesentliche 
Veränderungen vorgenommen werden müssen. Eine Anpassung in den Mikrotiter-Maßstab 
sollte erfolgen. In den folgenden Untersuchungen sollte gezeigt werden, dass das neu 
entwickelte Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem auf Grundlage einer Tributyrinemulsion zur 
quantitativen Bestimmung von Lipaseaktivität einsetzbar ist. Weiterhin war es das Ziel, eine 
Charakterisierung der physikalischen Eigenschaften des Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
durchzuführen. Neben der Etablierung des Nachweissystems auf das Modellenzym 
Thermomyces lanuginosus Lipase (TLL) sollte die Anwendbarkeit auf weitere Lipasen 
verschiedensten Ursprunges getestet werden.  
 
5.2 Entwicklung und Charakterisierung eines quantitativen 
turbidimetrischen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
 
Ein gängiges und anerkanntes Lipase- und Esterasesubstrat stellt Tributyrin (C4) dar. Es ist 
bis 0,8 mM wasserlöslich und bildet bei höherer Konzentration eine Emulsion (Berg et al., 
1998). Bei der Kultivierung unbekannter oder gentechnisch veränderter Mikroorganismen, die 
auf extrazelluläre Lipasen getestet werden, wird Tributyrin in Petri-Platten-
Nachweissystemen in einer Konzentration von 1% (v/v) standardmäßig zugegeben (Hess et 
al., 2008). Des Weiteren werden damit Kulturüberstände nach Abtrennung der Zellen auf 
Lipaseaktivität getestet (Smeltzer et al., 1992). Die einfache und schnelle Analyse im Petri-
Platten-Nachweissystem mittels Klärhofbildung bei der Umsetzung von Tributyrin erlaubt 
eine qualitative Aussage über die enthaltene Lipaseaktivität. Es gibt mehrere Ansätze, bei 
denen eine quantitative Bestimmung der Lipaseaktivität in einem Emulsionssystem möglich 
ist (Smeltzer et al., 1992; Jette und Ziomek, 1994).  
Abbildung 5.2 stellt das Prinzip eines solchen klärhofbildenden Lipase-Nachweissystems im 
Petri-Platten-Maßstab bei pH 7 dar. Zwei verschiedene Enzympräparate, die T. lanuginosus 
Lipase (TLL) und die freigesetzten Lipasen von  P. curvatum AW02, wurden in vorgestanzte 
Löcher appliziert. Die Proteine in allen vier Proben diffundieren durch das mit Agar 
stabilisierte Zwei-Schicht System, bestehend aus einer unteren Schicht ohne und einer oberen 
mit emulgiertem Tributyrin.  
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Vergleicht man die Klärhofbildung der TLL sowie der P. curvatum AW02 Lipasen 
untereinander, erkennt man, dass es bei der halben eingesetzten Aktivitätsmenge auch zu 
einem kleineren Klärhof nach 24 h Inkubation kommt. Werden aber gleiche Aktivitäten, die 
mittels p-Nitrophenyl-Palmitat Assay ermittelt wurden, von TLL und P. curvatum AW02 
Lipasen miteinander verglichen, zeigen sich unterschiedliche Klärhofdurchmesser. Dies 
könnte auf eine unterschiedliche Substratspezifität gegenüber Tributyrin, aber auch gegenüber 
pNPPalm zurückzuführen sein. 
 
Abbildung 5.2: Zwei Schicht Lipase-Nachweissystem im Petri-Platten-Maßstab. Das Plattensystem besteht 
aus einer unteren Schicht mit einem 0,1 M Na-P-Puffersystem (pH 7) und 2 % (w/v) stabilisierendem Agar 
sowie aus einer oberen Schicht, welche zusätzlich 1 % (v/v) emulgiertes Tributyrin enthält. 20 µl der Probe 
wurden in vorgestanzte Löcher pipettiert und 24 h bei 30 °C inkubiert. Lipasepräparate zeigen in allen Fällen 
eine Klärhofbildung. 1 Phialemonium curvatum AW02 (23 mU), 2 P. curvatum AW02 (11,5 mU), 3 
Thermomyces lanuginosus Lipase (23 mU), 4 T. lanuginosus Lipase (11,5 mU), 5 Puffer ohne Lipase.  
 
Mit dem System, das in Abbildung 5.2 vorgesellt wurde, kann eine Aussage getroffen werden, 
ob Hydrolyse stattfindet. Die Hydrolyse bedingt eine totale Klärung. Abhängig vom 
Klärhofdurchmesser kann eine Aussage getroffen werden, wie viel Aktivität in den Proben 
enthalten ist. Zu beachten ist, dass der Klärhofdurchmesser nicht allein von der 
Lipaseaktivität bestimmt wird, sondern auch von der Proteinkonzentration, die sich radial 
verdünnt. Hohe Proteinkonzentrationen werden verhältnismäßig einen größeren Klärhof 
bedingen als niedrige Proteinkonzentrationen, da radial über eine längere Wegstrecke höhere 
Proteinkonzentrationen vorhanden sind, die eine Klärung bewirken. Weitere Faktoren, welche 
eine mögliche quantitative Aussage mit dem bestehenden Lipase-Nachweissystems im Petri-
Platten-Maßstab beeinflussen können sind: I) die Diffusion der Lipase und der Hydrolyse-
produkte sowie II) die Produktdesorption von der Oberfläche.  
1 
2 
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5. Lipase-Nachweissystem                                                                                                        65 
Aus diesem Grund wurden Änderungen des bestehenden Lipase-Nachweissystems im Petri-
Platten-Maßstab mit emulgiertem Tributyrin als Substrat vorgenommen. Abbildung 5.3 stellt 
schematisch die wichtigsten veränderten Teilpunkte dar, welche die genannten kritischen 
Größen minimieren sollen. Abbildung 5.3A stellt schematisch das Prinzip bestehender 
Plattenemulsionssysteme dar. Meist enthalten sie aber im Gegensatz zum im Bild 
aufgezeigten System nur eine Schicht mit emulgiertem Tributyrin in einem geeigneten Puffer- 
oder Mediumsystem, das mit Agar stabilisiert ist (Hess et al., 2008; Smeltzer et al., 1992; 
Jette und Ziomek, 1994). Das Enzym wird in vorgefertigte Ausstanzungen gegeben, so dass 
eine Diffusion durch das Medium möglich ist. Durch die Hydrolyse kommt es zu einer 
radialen Klärung der Tributyrinemulsion. Der Klärhofdurchmesser kann in Relation zur 
Enzymaktivität gestellt werden. Höhere eingesetzte Enzymaktivitäten führen zu einem 
größeren Klärhofdurchmesser. Radial nimmt die Enzymkonzentration bei der Diffusion durch 
das Medium ab. Durch die Verdünnung des Enzyms und die Bestimmung des Durchmessers, 
welcher durch eine totale Klärung hervorgerufen wird, ist diese Methode eher qualitativ oder 
semi-quantitativ anzuwenden. 
Durch die Einführung eines Zwei-Schicht-Systems, bei dem die obere Phase das emulgierte 
Substrat enthält und die untere ohne Substrat vorliegt, sollte ein Reservoir geschaffen und die 
Produktdiffusion erleichtert werden (Abbildung 5.3A und B). Durch die Minimierung des 
Volumens im Nachweissystem sowie die Aufbringung der Lipasemoleküle als dritte Schicht 
sollte eine eindimensionale Diffusion mit minimiertem Proteinkonzentrationsgradienten durch 
die Substratschicht ermöglicht werden (Abbildung 5.3B). Die Auswertung mittels 
Spektrophotometer bei 595 nm im 96-well Platten-Maßstab eröffnet zusätzlich die 
Möglichkeit, die Klärung über die Zeit zu analysieren. Somit wird nicht die totale Klärung 
aufgenommen, vielmehr wird die Analyse der partiellen Klärung im Verlauf der Hydrolyse 
möglich. 
Ein weiterer Punkt ist, dass im Gegensatz zu gängigen colorimetrischen Verfahren zur 
Lipaseaktivitätsbestimmung keine Detergenzien zugesetzt werden müssen. Es wurde 
nachgewiesen, dass Detergenzien einen Einfluss auf die Lipaseaktivität haben (Delorme et al., 
2011). 
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Abbildung 5.3: Lateral versus Vertikal-Diffusion der Lipase bei Trübungsklärung einer in Agar 
immobilisierten Tributyrinemulsion. A: Das Zwei-Schicht Lipase-Nachweissystem dargestellt im Petri-
Platten-Maßstab. Die untere Schicht enthält ein Puffersystem mit 2 % Agar, die obere zusätzlich 1 % Tributyrin. 
Lipase wird in vorgefertigte Ausstanzungen gegeben und der Klärhof nach 24 h Inkubation bei 30 °C 
ausgemessen. Die radiale Diffusion führt zu einer Konzentrationsabnahme der Lipasemoleküle (•) über einen 
Gesamtdurchmesser von 10 cm. B: Im kleineren Mikrotiter-Platten-Maßstab erfolgt die Zugabe einer dritten 
Schicht, welche die Lipasemoleküle enthält. Die Diffusion der Lipase sowie der Produkte nach Hydrolyse 
erfolgen in eine Richtung über eine Länge von circa 0,6 cm, Verdünnungseffekte werden somit minimiert.  
 
5.2.1 Das Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem zur Quantifizierung von Enzymaktivität 
   
Als Modellenzym zur Entwicklung und Charakterisierung des Mikrotiter-Lipase-
Nachweissystems wurde die Thermomyces lanuginosus Lipase (TLL) genutzt. Um die 
Eignung des Systems zur quantitativen Analyse von Lipaseaktivität zu bestimmen, wurde I) 
eine variable Enzymkonzentration in dem System angewandt und II) die Substratsättigung 
getestet.  
Die Zugabe der TLL Lösung zeigt eine Abnahme der Extinktion bei 595 nm im Mikrotiter-
Lipase-Nachweissystem (Abbildung 5.4). Gezeigt werden konnte, dass die 
Extinktionsabnahme und somit die Hydrolyse des Tributyrin zunächst linear verläuft, 
wodurch die Daten zur weiteren Quantifizierung genutzt werden können. Nach einigen 
Stunden verhält sich die Abnahme der Extinktion hyperbolisch und nähert sich dem 
Hintergrundsignal aus Puffer und Agar von E595nm=0,522±0,136 an. 
5. Lipase-Nachweissystem                                                                                                        67 
0 4 8 12 16 20 24
0,00
0,4
0,6
0,8
1,0
E 5
95
n
m
Zeit [h]
 
Abbildung 5.4: Zeitabhängige Änderung der Extinktion aufgrund der Hydrolyse der Tributyrinemulsion 
durch T. lanuginosus Lipase. Zugabe von: 200 ng Enzym pro Kavität (□), 20 ng Enzym pro Kavität (∆), kein 
Enzym pro Kavität (○). Die Zugabe der Proben entspricht dem Nullpunkt auf der Zeitscala.  
 
Unterschiedliche Lipasekonzentrationen haben eine Auswirkung auf die Abnahme des 
Extinktionssignals pro Zeiteinheit, wie in Abbildung 5.4 gezeigt. Werden nur die ersten zwei 
Stunden betrachtet, erkennt man eine lineare Abnahme der Extinktion pro Zeiteinheit. Eine 
Serie von unterschiedlichen Konzentrationen TLL pro Kavität wurde getestet (Abbildung 
5.5). Deutlich wird, dass im Bereich zwischen 20 bis 200 ng TLL pro Kavität eine lineare 
Abhängigkeit zwischen Enzymmenge und Extinktionsänderung pro Zeiteinheit vorliegt. Dies 
entspricht einer Lipaseaktivität von 30 bis 300 µU pro Kavität, welche mit dem                     
p-Nitrophenyl-Palmitat Assay als Referenzsystem bestimmt wurde. Über 200 ng pro Kavität 
nimmt die Kurve eine hyperbolische Funktion an, die durch folgende Gleichung (1) 
ausgedrückt werden kann: 
 
cmlµg
c
dt
dE
+
=
/27
4,0595
          (1) 
 
Diese Beziehung entspricht der Langmuir-Adsorptions-Isotherme, aus welcher eine Aussage 
über die Langmuir-Adsorption-Konstante getroffen werden kann, die im vorliegenden Modell 
einer Konzentration von 1/27 µg/mL entspricht. Die Adsorptionskonstante kann einen 
Hinweis auf die Affinität des Enzyms gegenüber der Substratoberfläche in organisierter Form, 
d.h. in kompakter Struktur wie bei einem Öltropfen, geben.  
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Die Hälfte der Oberfläche müsste bei dieser Konzentration mit Lipase bedeckt sein. Da die 
Adsorption ein entscheidender Schritt bei der Umsetzung von Lipiden durch Lipasen ist, 
könnte diese oberhalb von 200 ng TLL pro Kavität nicht mehr gewährleistet sein. Ein Grund 
dafür wäre, dass eine Limitierung des Substrates vorliegt.  
Das vorliegende Ergebnis zeigt, dass eine Quantifizierung von Lipaseaktivität in dem neu 
entwickelten Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem möglich ist.  
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Abbildung 5.5: Abhängigkeit der Extinktionsänderung pro Zeiteinheit von der Menge an aufgetragener 
Lipase. Die erhaltenen Ergebnisse wurden mittels der hyperbolischen Funktion dE595/dt= 0,4c/(27µg/ml +c) 
verbunden. Einbettung: linearer Teil der Konzentrationsabhängigkeit. Acht Parallelversuche führten zu den 
Standardabweichungen angezeigt durch die Fehlerbalken. 
 
Standardmäßig wurde 1 % (v/v) Tributyrin, welches einer Konzentration von 34 mM 
entspricht, der oberen Schicht zugesetzt und emulgiert. Um eine Substratlimitierung 
auszuschließen, wurden, wie in Abbildung 5.6 dargestellt, vier verschiedene Konzentrationen 
(0,25 %, 0,5 %, 0,75 %, und 1 % (v/v)) an Tributyrin im Nachweissystem analysiert. Drei 
verschiedene Mengen TLL (20 ng, 40 ng und 80 ng) wurden in die jeweilige Kavität 
pipettiert. Klar erkennbar ist eine Abhängigkeit von der Enzymmenge bis zu einer 
Volumenkonzentration von 0,5 % Tributyrin. Bei einer Volumenkonzentration von 0,25 % 
Tributyrin ist jede der drei eingesetzten Lipasemengen substratabhängig. Die standardmäßig 
verwendete Volumenkonzentration von 1 % Tributyrin liegt in der Substratsättigung.  
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Abbildung 5.6: Einfluss der Tributyrinkonzentration auf die Änderung der Extinktion pro Zeiteinheit  
(dE595/dt) während der Hydrolyse im Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem. Die obere Substrat-enthaltende 
Schicht bestand aus 0,25 % (weiß), 0,5 % (hellgrau), 0,75 % (grau) oder 1 % (dunkelgrau) (v/v) Tributyrin.  
 
5.2.2 Charakterisierung des quantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
 
In den ersten Versuchen wurde 2 % Agar (w/v) als stabilisierendes Polymer zur 
Tributyrinemulsion dazu gegeben. Ob Agar, welcher zu 70 % aus gelierender Agarose und zu 
30 % aus nicht-gelierendem Agaropektin besteht (Produktinformation Juli 2013, Sigma-
Aldrich, Deutschland), einen Einfluss auf die Tributyrintröpfchen-Größe sowie deren 
Verteilung aber auch auf die Diffusion der Moleküle durch das Netzwerk hat, wurden zwei 
weitere polymerbildende Moleküle vergleichend getestet.  
Zum einen wurde die gelierende Komponente des Agars, die Agarose, zu einem 
vergleichbaren Anteil von 1,4 % (w/v) in dem Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem eingesetzt. 
Mittels Fluoreszenzfärbung der Tributyrintröpfchen im Polymer-Netzwerk und nachfolgender 
VideoScan® Analyse, welche Fluoreszenz-Mikroskopie mit einer automatischen 
Datenerfassung verknüpft, konnte die Größe ermittelt werden. In beiden Polymer-
Netzwerken, Agar sowie Agarose, konnte eine Tributyrintröpfchen-Größe von 1,5 ± 0,1 µm 
erfasst werden. Der mittlere Abstand zwischen zwei Tröpfchen betrug 20 µm (Daten ohne 
Abbildung). 
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Agar und Agarose wurden vergleichend mit einer dritten gelierenden Substanz, dem 
Acrylamid/Bisacrylamid Polymer (Polyacrylamid) im Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem 
eingesetzt, um die Diffusionsgeschwindigkeit von drei Standardmolekülen zu bestimmen. Das 
Ziel war zu ermitteln, ob die zufällige Bewegung der Teilchen, die zur Diffusion führt, durch 
die Netzstruktur der gelierenden Substanzen gestört ist. Obwohl die Viskosität des Substrates 
durch die Polymerisation der Moleküle in allen drei Substanzen zunimmt, könnte die 
Mikroviskosität nicht beeinträchtigt sein. Aus diesem Grund wurde das Diffusionsverhalten 
von drei verschiedenen Molekülen untersucht (Tabelle 5.1) 
 
Tabelle 5.1: Standardmoleküle, welche auf ihr Diffusionsverhalten untersucht wurden und deren 
molekulare Masse. 
Standardmoleküle 
Molekulare Masse 
[g/mol] 
Neutralrot 389 
Cytochrom c 12.400 
Dextran Blau 2.000.000 
 
Dabei wurden Glasröhrchen mit dem Wasser/Polymergemisch gefüllt und die ausgewählten 
Moleküle platziert. Die Diffusion der farbigen Moleküle wurde durch das Zurücklegen einer 
Wegstrecke pro Zeiteinheit analysiert. Exemplarisch ist die Diffusion von Neutralrot in allen 
drei Polymer-netzwerkausbildenden Substanzen als Laufstrecke im Verhältnis zur Zeit in 
Abbildung 5.7A dargestellt. Polyacrylamid wurde dabei in zwei verschiedenen Konzentration, 
8 % und 15 % (w/v), eingesetzt. Erkennbar ist, dass Neutralrot in Agarose am schnellsten eine 
definierte Strecke zurücklegt, wobei das Laufverhalten im 15 % (v/v) Polyacrylamid am 
langsamsten ist. Aus den erhaltenen Werten konnte der Diffusionskoeffizient ermittelt 
werden. Wird der ermittelte Diffusionskoeffizient der einzelnen Moleküle in allen drei 
Polymer-Netzwerken gegen den errechneten hydrodynamischen Radius der einzelnen 
Moleküle aufgetragen, kann eine Aussage über die Mikroviskosität im strukturierten 
Netzwerk getroffen werden (Abbildung 5.7B). Die gelformenden Polymere Agar und Agarose 
scheinen keinen Einfluss auf die Mikroviskosität zu haben, vielmehr stabilisieren sie durch 
ihre erhöhte Viskosität nach Polymerisation die Tributyrintröpfchen, beeinflussen aber nicht 
die Diffusionsgeschwindigkeit kleinerer Moleküle, wie Neutralrot, Cytochrom c und Dextran 
Blau. Die TLL, welche mit ihrer molekularen Masse bei 34.000 g/mol liegt, sollte somit in 
ihrer Diffusion nicht behindert werden (Barig et al., 2014).  
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Wird das Netzwerk aus Acrylamid/Bisacrylamid betrachtet, erhöht sich nicht nur die 
Viskosität, sondern auch die Mikroviskosität, denn die ausgewählten Moleküle sind in ihrer 
Diffusion beeinträchtigt. Abbildung 5.7B zeigt, dass nur Neutralrot in beiden Polyacrylamid-
Gelen diffundiert, wobei die Diffusionskoeffizienten unter der Mikroviskosität in Wasser 
liegen. Cytochrom c, welches mit seiner molekularen Masse am nächsten zur TLL liegt, zeigt 
Diffusion nur im 8 % (v/v) Polyacrylamid-Gel. Somit sind die Polyacrylamid-Gele für das 
Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem ungeeignet, da sie eine Diffusionsbarriere für Lipasen 
schaffen. 
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Abbildung 5.7: Diffusionsverhalten verschiedener Standardmoleküle im Mikrotiter-Lipase-
Nachweissystem stabilisiert durch verschiedene gelformende Polymere. Glasröhrchen wurden mit dem 
Substrat/Puffer Gemisch des Lipase-Nachweissystems gefüllt, welche mit Agar (2%, (w/v), ●), Agarose (1,4 % 
(w/v), ○) oder Polyacrylamide (8 % (v/v), □ und 15 % (v/v), ■) stabilisiert wurden. A: Diffusionsverhalten von 
Neutralrot. B: Diffusionskoeffizienten im Verhältnis zum berechneten hydrodynamischen Radius der 
untersuchten Standardmoleküle (Neutralrot, Cytochrom c und Dextran Blau). Die vertikale Linie entspricht dem 
berechneten hydrodynamischen Radius aus der molekularen Masse der Thermomyces lanuginosus Lipase. Die 
ansteigende Linie entspricht der Mikroviskosität in Wasser. 
 
Um die Extinktionsabnahme in den Kavitäten nach Lipasezugabe eindeutig mit der Hydrolyse 
von Tributyrin in Verbindung zu bringen, wurde die Endkonzentration von Glyzerin nach 
Trübungsklärung in den Kavitäten ermittelt. Erstaunlicherweise wurde nur eine 
Massenkonzentration von 4 % des zu erwartenden Glyzeringehaltes ermittelt. Das lässt darauf 
schließen, dass die Hydrolyse nicht vollständig abläuft. Wahrscheinlich sind die 
Hydrolyseprodukte wasserlöslich und somit in geringerem Umfang als Substrat für die TLL 
zugänglich. Jurado et al. (2008) zeigten zum Beispiel, dass eine vollständige Umsetzung von 
Tributyrin durch die TLL nicht erreicht wird, da das Monoglyzerid wasserlöslich ist.  
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Weiterhin wurde gezeigt, dass die TLL 1,3 positionsspezifisch an Triglyzeriden arbeitet und 
eine vollständige Umsetzung nur in wenigen Fällen stattfindet (Omar et al., 1987; Jurado et 
al., 2008). Weitere Details und eine ausführliche Diskussion finden sich in der Publikation 
Barig et al. (2013). 
 
5.3 Anwendungen des quantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
 
Das Anwendungspotential des neuen quantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystems 
wurde untersucht, indem Lipasen pilzlichen, bakteriellen und tierischen Ursprungs auf das 
System angewandt wurden. Sechs lipolytische Enzyme, die Lipasen aus Candida rugosa, 
Rhizomucor miehei, Burkholderia cepacia, Chromobacterium viscosum (Typ XII), 
Pseudomonas fluorescence sowie aus dem Schweinepankreas (Typ II) wurden in 
verschiedenen Mengen zugegeben. Dabei lag das Detektionslimit bei allen unter 100 ng pro 
Kavität und der lineare Bereich reichte bis 180 ng pro Kavität. Somit konnte gezeigt werden, 
dass dieses quantitative Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem für verschiedenste Lipasen 
anwendbar ist.  
Die Möglichkeit, auch unbekannte Lipasen vergleichend zu einer Kalibriergerade der TLL zu 
analysieren, liegt nahe. Somit könnte dieses Nachweissystem zur Analyse unbekannter 
Proben, aber auch für durch „Protein Engineering“ synthetisierter Lipasen eingesetzt werden. 
Eine weitere Möglichkeit wäre die Charakterisierung von Enzymen mit dem entwickelten 
quantitativen Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem. Eine einfache Einstellung des pH-Wertes 
durch entsprechende Puffersysteme bietet die Möglichkeit, die Aktivität abhängig vom pH-
Wert zu ermitteln. Ein zu beachtendes Kriterium ist dabei den zu untersuchenden pH Wert 
Bereich oberhalb der Dissoziationskonstante von Buttersäure von pKa=4,88 festzulegen, da 
sonst die Diffusion der Produkte und damit die Trübungsklärung beeinträchtigt ist (Zigova et 
al., 1999).  
Eine Zugabe verschiedener Metall-Ionen, welche bekannt sind, Lipaseaktivität zu stimulieren 
oder zu reprimieren, ist denkbar. Ca2+ ist zum Beispiel eines dieser Ionen, welche einen 
stabilisierenden Effekt auf Lipasen haben und so die Temperaturstabilität erhöhen (Sangeetha 
et al., 2011). Die Toleranz gegenüber weiteren positiven oder negativen Effektoren, wie z.B. 
Gallensalze oder Detergenzien, ist ein weiteres Kriterium, um zum Beispiel Lipasen für die 
Substitutionstherapie bei pankreasinsuffizienten Patienten einzusetzen (Aloulou et al., 2007). 
Die Zugabe zu dem System könnte innerhalb weniger Stunden Aufschluss über dieses 
Kriterium geben. 
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5.4 Schlussfolgerung und Ausblick 
Es wurde erfolgreich ein Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem entwickelt, das mit emulgiertem 
Tributyrin als Substrat arbeitet. Stabilisiert wird die Emulsion durch das gelformende Polymer 
Agar. Gegenüber herkömmlichen turbidimetrischen Lipase-Nachweissystemen wird eine 
eindimensionale Diffusion durch das Substrat ermöglicht. Eine Online Analyse mittels Platten 
Spektrophotometer wurde möglich, die den Hydrolyse-Verlauf durch eine graduelle 
Trübungsklärung über die Zeit aufnehmen kann. 
Es konnte gezeigt werden, dass die Änderung der Extinktion bei 595 nm abhängig von der 
Enzymkonzentration ist und bei der standardmäßig genutzten Tributyrinkonzentration von     
1 % (v/v) keine Substratlimitierung vorliegt.  
Eine eingehende Charakterisierung des Systems in Bezug auf verschiedene stabilisierende 
Polymer-Netzwerke, deren Einfluss auf die Tröpfchenverteilung und -größe sowie die 
Diffusionsparameter konnten bestimmt werden. 
Ein Vorteil ist das geringe Volumen und die Möglichkeit ein hohes Probenaufkommen in 96 
Parallelversuchen schnell, das heißt innerhalb einer Stunde, durchzuführen.  
Die Anwendbarkeit auf Lipasen verschiedenen Ursprungs konnte gezeigt werden. Somit ist es 
möglich, dieses neu entwickelte Lipase Nachweissystem in verschiedensten Bereichen 
einzusetzen. Mögliche Anwendungsgebiete sind eine schnelle quantitative 
Lipaseaktivitätsbestimmung sowie die teilweise Charakterisierung von Lipasen. 
 
Einige Ansatzpunkte zur Verbesserung des Systems könnten in Folgeprojekten bearbeitet 
werden. Da Tributyrin bis zu 0,8 mM in Wasser löslich ist und somit gleichzeitig ein Esterase 
Substrat ist, ist die Unterscheidung zwischen Esterase und Lipase nicht eindeutig zu treffen 
(Berg et al., 1998). Eine Möglichkeit ist es, langkettige Triglyceride (>C10) als emulgiertes 
Substrat einzusetzen. Der Abtransport der Produkte von der Oberfläche stellt in diesem Fall 
ein Problem dar (Reis et al., 2008). Möglichkeiten sind, die entstandenen freien Fettsäuren 
durch Fällung mit Ionen wie Ca2+ oder Na+ sichtbar zu machen oder Fluoreszenz-Farbstoffe, 
wie Rhodamin, zu nutzen, welche das erhöhte Aufkommen freier Fettsäuren mit einem 
intensiveren Signal anzeigen (Smeltzer et al., 1992; Kouker und Jäger, 1987).  
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Eine weitere Möglichkeit, welche den Abtransport von freien Fettsäuren von der Oberfläche 
begünstigt, ist der Einsatz von Detergenzien oder Cyclodextrinen (Ivanova et al., 1997). Die 
Oberfläche ist damit für die Lipasen besser zugänglich und die Tröpfchen werden kleiner, was 
eine Klärung begünstigen kann. Diese Möglichkeiten würden das Spektrum des 
Nachweissystems erweitern. So könnte die Substratspezifität auf lang- oder kurzkettige 
Triglyzeride getestet werden sowie unbekannte Enzyme als Esterasen oder Lipasen 
klassifiziert werden. 
Ein weiteres mögliches Anwendungsgebiet ist neben dem Screening und der 
Charakterisierung von Lipasen die Nutzung des Lipase Nachweissystems in der klinischen 
Diagnostik. Die Sensitivität des Testsystems mit einem komplexen Material wie Blut, müsste 
in verschiedenen Testreihen untersucht werden. 
Weiterhin stellt sich die Frage, wie die Trübungsklärung zustande kommt. Da nur ein geringer 
Prozentsatz des zu erwartenden Glyzerins nach totaler Klärung detektiert wurde, wäre ein 
Ansatzpunkt, die weiteren Hydrolyse-Produkte in der wässrigen aber auch organischen Phase 
nachzuweisen. Der einfachste Fall wäre die Hydrolyse von Tributyrin zu Dibutyrin und 
Buttersäure, wobei beide Produkte wasserlöslich wären und es somit zu einer schnellen 
Klärung der Emulsion käme. Die Produkte wären mittels Dünnschichtchromatography (TLC) 
oder Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) detektierbar.  
Das vorgestellte Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem analysiert die relative Klärung einer 
Tributyrinemulsion in Abhängigkeit der eingesetzten Aktivität. Um einen Bezug zur 
Lipaseaktivität herzustellen, wäre ein Referenz-Lipaseaktivitätsassay anzuwenden. Dabei 
bietet sich die Bestimmung der Lipaseaktivität mittels Titrimetrie mit Tributyrin als Substrat 
an. Die Aktivität der spezifischen Proteinmengen einer Referenz-Lipase, wie zum Beispiel der 
TLL, sollte definiert werden. Wird diese Lipase im Mikrotiter-Lipase-Nachweissystem 
mitgeführt, lässt diese eine Schlussfolgerung auf die Lipaseaktivität gegenüber Tributyrin der 
zu analysierenden Proben zu.  
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